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Regulatorische T-Zellen (Tregs) spielen eine entscheidende Rolle beim Erhalt der Immun-
homöostase und bei der Kontrolle überschießender Immunantworten. Sie können anhand 
ihres Entstehungsortes in im Thymus generierte natürliche Tregs (nTregs) und in der Peri-
pherie generierte induzierte Tregs (iTregs) unterteilt werden. Ihr Phänotyp wie auch ihre 
Funktion werden zu einem großen Teil durch den transkriptionellen Masterregulator Foxp3 
kontrolliert. Das kostimulatorische Molekül CD28 wird von nTregs für die Differenzierung 
benötigt und von Tregs und konventionellen T-Zellen (Tkons) für ihre Aktivierung. Super-
agonistische CD28 spezifische monoklonale Antikörper (CD28SA) aktivieren T-Zellen im 
Gegensatz zu konventionellen anti-CD28 Antikörpern ohne zusätzliche Ligation des  
T-Zellrezeptors. Die in vivo Applikation des CD28SA bewirkt eine starke Aktivierung der 
Tregs und eine präferentielle Expansion der Tregs gegenüber Tkons. Dies erklärt die prä-
ventive und therapeutische Wirkung der CD28SA Behandlung in verschiedenen Krank-
heitsmodellen bei Nagern. Die erste Anwendung des humanisierten CD28SA TGN1412 
führte in den Testpersonen jedoch zu einem unerwarteten „Cytokine-Release Syndrom“. 
Daher wurde hier am Mausmodell der Zusammenhang zwischen Treg Aktivierung und 
systemischer Zytokinausschüttung näher untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass die 
CD28SA vermittelte Proliferation der T-Zellen abhängig vom CD28 Signal und von pa-
rakrinem Interleukin (IL)-2 ist. Durch die in vivo Depletion der Tregs vor der CD28SA Injek-
tion wurde deutlich, dass es auch in Mäusen nach CD28SA Stimulation zu einer systemi-
schen Ausschüttung pro-inflammatorischer Zytokine kommt, die jedoch, im Gegensatz 
zum humanen System, von Tregs effektiv kontrolliert werden kann. Um die Ausschüttung 
pro-inflammatorischer Zytokine zu verhindern, wäre eine zusätzliche prophylaktische Be-
handlung mit Corticosteroiden möglich, da diese auch in hohen Dosen die CD28SA ver-
mittelte Aktivierung und Expansion der Tregs nicht beeinflussen. 
Neben der Expansion wird durch die Stimulation mit CD28SA auch die Produktion des 
anti-inflammatorischen Zytokins IL-10 in Tregs induziert und so eine genauere Untersu-
chung des Ursprungs und des Schicksals IL-10 produzierender Tregs ermöglicht. Diese 
Tregs exprimieren im Vergleich zu IL-10 negativen Tregs ein höheres Niveau an Molekü-
len, die mit einer supprimierenden Aktivität verbunden sind. Zudem werden IL-10 Produ-
zenten aufgrund der Veränderung im Expressionsmuster der Migrationsrezeptoren nach 
der Stimulation von einem lymphknotensuchenden CCR7+CCR5-CCR6- zu einem entzün-
dungssuchenden CCR7-CCR5+CCR6+ Phänotyp verstärkt in Bereiche mit stattfindender 
Immunantwort rekrutiert. Schließlich sind IL-10 produzierende Tregs von CD28SA stimu-
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lierten Mäusen in vitro stärker apoptoseanfällig als die IL-10 negativen Tregs. Die  
Aktivierung der Tregs scheint somit die terminale Differenzierung zu einem IL-10 produzie-
renden Effektorphänotyp mit begrenzter Lebensdauer zu induzieren. Dies führt auch zur 
Beendigung der Immunsuppression.  
Die Kombination aus schwachem TZR und starkem CD28 Signal, die die CD28SA Stimu-
lation in naiven T-Zellen auslöst, induziert zumindest in vitro abhängig von IL-2 und TGFβ 
effizient die Expression von Foxp3. Die so generierten iTregs haben, ähnlich wie konven-
tionell in vitro erzeugte iTregs, in Bezug auf die Expression von Oberflächenmolekülen 
und den Methylierungsstatus bestimmter Regionen des Foxp3 Gens einen Phänotyp, der 
zwischen dem von Tkons und Tregs liegt. Da auch die supprimierende Aktivität der iTregs 
geringer ist als die der ex vivo Tregs bedarf es einer weiteren Optimierung des Stimulati-
onsprotokolls, um diese Zellen für therapeutische Zwecke verwenden zu können. 
Zusammenfassend zeigt diese Arbeit, dass die superagonistische Stimulation des CD28 
Moleküls ein vielseitig einsetzbares Instrument ist. Einerseits können durch die CD28SA 
Stimulation Tregs polyklonal aktiviert und für therapeutische Zwecke mobilisiert werden 
und andererseits kann die besondere Art der T-Zellstimulation auch dazu genutzt werden, 
neue Aspekte von nTregs und iTregs zu untersuchen. 
Summary 
Regulatory T-cells (Tregs) are important to maintain immune homeostasis and to control 
overshooting immune responses. Depending on the place where they are generated Tregs 
can be divided into thymus-derived natural Tregs (nTregs) and peripheral-derived induced 
Tregs (iTregs). Their phenotype and function is controlled by the transcriptional master-
regulator Foxp3. The costimulatory molecule CD28 is required for nTreg differentiation and 
for the activation of Tregs and conventional T-cells (Tcons). Superagonistic CD28 specific 
monoclonal antibodies (CD28SA) activate T-cells without additional T-cell receptor ligation 
in contrast to conventional anti-CD28 antibodies. In vivo CD28SA treatment induces strong 
Treg activation and preferential expansion of Tregs over Tcons. This explains the preven-
tive and therapeutic effects of CD28SA in various rodent disease models. In contrast, a 
first-in-man trail of the human CD28SA TGN1412 resulted in an unexpected cytokine re-
lease syndrome. Thus, using the mouse system the relationship between Treg activation 
and systemic cytokine release was reinvestigated. It could be shown that CD28SA induced 
T-cell proliferation is dependent on the CD28 signal and on paracrine interleukin (IL)-2. In 
vivo depletion of Tregs prior CD28SA injection showed that in mice, too, CD28SA stimula-
tion induces a systemic release of pro-inflammatory cytokines, but in contrast to humans, 
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this can be effectively controlled by Tregs. To prevent the pro-inflammatory cytokine re-
lease an additional prophylactic treatment with corticosteroids might be feasible since even 
high doses of corticosteroids have no effect on CD28SA driven Treg activation and expan-
sion.  
Beside expansion, CD28SA stimulation also induces the production of anti-inflammatory  
IL-10 in Tregs. This allows for examination of the origin and fate of IL-10 producing Tregs. 
In comparison to IL-10 negative Tregs, these cells express higher levels of molecules as-
sociated with suppressive activity. In addition IL-10 producers are preferentially recruited 
to sites of ongoing immune responses, as they shift their expression pattern of migration 
receptors after stimulation from a CCR7+CCR5-CCR6- lymph node-seeking to a CCR7-
CCR5+CCR6+ inflammation-seeking phenotype. Finally, IL-10 producing Tregs of CD28SA 
stimulated mice are more apoptosis-prone in vitro than their IL-10 negative counterparts. 
Thus, activation of Tregs induces terminal differentiation towards an IL-10 producing  
effector phenotype with a limited life span. This also terminates the immune suppression. 
The special combination of weak TCR and strong CD28 signals following CD28SA stimu-
lation of naïve T-cells can, at least in vitro and dependent on IL-2 and TGFβ, efficiently 
induce Foxp3 expression. The phenotype regarding expression of certain surface mole-
cules and the methylation level of particular regulatory regions of the Foxp3 gene is similar 
in CD28SA and anti-CD3/ anti-CD28 (+ IL-2/TGFβ) induced iTregs, and shows properties 
of both Tcons and Tregs. Since the suppressive activity of these iTregs is also lower than 
that of ex vivo Tregs, further improvement of the stimulation protocol is needed before 
these cells could be used for therapeutic purposes. 
In conclusion, this study shows that superagonistic stimulation of CD28 molecules is a 
versatile tool. On the one hand CD28SA stimulation polyclonally activates Tregs and can 
be used as a therapeutic, on the other hand the special way of T-cell stimulation can also 
be utilized to investigate new aspects of nTregs and iTregs.  
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1 Einleitung 
1.1 Regulation des Immunsystems 
Das Immunsystem verteidigt den Organismus gegen Pathogene. Dabei bildet das angebo-
rene Immunsystem mit den Epithelien, den Phagozyten und dem Komplementsystem die 
erste Verteidigungslinie. Wesentlich hierfür sind keimbahnkodierte Rezeptoren, sogenann-
te PRRs (pattern recognition receptor), die häufig vorkommende Merkmale von Pathoge-
nen, sogenannten PAMPs (pathogen-associated molecular pattern), erkennen und eine 
entsprechende Immunantwort auslösen. Das adaptive Immunsystem, das aktiviert wird, 
wenn infektiöse Organismen diese erste Verteidigungslinie durchbrechen, verwendet da-
gegen eine große Fülle von Rezeptoren, die von zufällig rekombinierten Genen kodiert 
werden. Das Erzeugen vielfältiger Immunrezeptoren, die von T- und B-Zellen exprimiert 
werden, bietet dem Organismus einen guten Schutz vor den sich schnell weiterentwi-
ckelnden Pathogenen (Übersicht in Dempsey et al., 2003). Umgekehrt macht dieses sehr 
anpassungsfähige Verteidigungssystem jedoch auch effektive Mechanismen zur Regulati-
on erforderlich. Wichtig ist, dass das Immunsystem zwischen Eigen und Fremd und zwi-
schen schädlichen (z.B. pathogenen Bakterien) und ungefährlichen (z.B. kommensalen 
Bakterien im Darm) Eindringlingen unterscheiden kann. Zudem muss nach einer stattge-
fundenen Immunantwort verhindert werden, dass das eigene Gewebe zerstört wird. Er-
möglicht wird dies durch Mechanismen, die unter den Begriffen zentrale und periphere 
Toleranz zusammengefasst werden. Bei der zentralen Toleranz werden T- und B-Zellen, 
die einen durch zufällige Rekombination entstandenen selbstreaktiven Antigenrezeptor 
exprimieren, im Thymus bzw. im Knochenmark deletiert (negative Selektion) bzw. im Fall 
der B-Zellen der Antigenrezeptor so verändert, dass er Selbstantigene nicht mehr erken-
nen kann (Rezeptor-Editing) (Sandel et al., 1999; Starr et al., 2003). Trotz dieser Selektion 
gelangen einige selbstreaktive Lymphozyten in die Peripherie und machen weitere Tole-
ranzmechanismen notwendig. Dazu zählt die Apoptose oder Anergie (fehlende Reaktion 
auf ein Antigen) von autoreaktiven T-Zellen, die durch das Fehlen bestimmter Signale 
(z.B. der später beschriebenen kostimulatorischen Signale) induziert wird. Ein weiterer 
wesentlicher Mechanismus der peripheren Toleranz ist die Suppression selbstreaktiver 
Lymphozyten durch eine Vielzahl von regulatorischen T-Zellen, wie z.B. Tr1 (T regulatory 
type 1) Zellen, TH3 (T helper cell type 3) Zellen, CD8+  regulatorischen T-Zellen oder 
Foxp3+CD4+ T-Zellen (Shevach, 2006). Letztere sind Gegenstand dieser Arbeit. 
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1.2 T-Zellaktivierung 
T-Zellen spielen eine entscheidende Rolle im adaptiven Immunsystem. Sie exprimieren 
auf ihrer Oberfläche T-Zellrezeptoren (TZR), mit deren Hilfe sie spezifische Antigene er-
kennen können. Der T-Zellrezeptor ist ein Heterodimer bestehend aus zwei transmembra-
nen Polypeptidketten, die kovalent über Disulfidbrücken miteinander verbunden sind und 
bei den αβ T-Zellen TZRα- und TZRβ-Kette bzw. bei den seltener vorkommenden  
γδ T-Zellen TZRγ- und TZRδ-Kette genannt werden (Übersicht in Starr et al., 2003).  
T-Zellen können im Gegensatz zu B-Zellen ihr Antigen nur erkennen, wenn es an ein MHC 
(major histocompatibility complex)-Molekül gebunden ist. MHC-Moleküle werden von anti-
genpräsentierenden Zellen (APZ), wie dendritischen Zellen (DZ) oder B-Zellen, exprimiert. 
Diese Zellen spalten sowohl Fremd- wie auch Eigenproteine in Peptide, beladen damit 
ihre MHC-Moleküle und präsentieren diese den T-Zellen (Übersicht in Blum et al., 2013). 
Der TZR ist zudem nicht-kovalent mit je einem CD (cluster of differentiation) 3γδ und  
einem CD3δε Heterodimer sowie einem ζζ Homodimer verbunden. Zusammen mit dem 
TZR bilden diese für die Signaltransduktion wichtigen Moleküle den TZR-Komplex (Über-
sicht in Smith-Garvin et al., 2009). Weitere Moleküle, die für die Interaktion zwischen dem  
Antigen-beladenen MHC-Molekül und dem TZR-Komplex eine wesentliche Rolle spielen, 
sind die Korezeptoren CD4 bzw. CD8. Reife αβ T- Zellen exprimieren entweder CD4 oder 
CD8 und charakterisieren durch ihre Bindung an jeweils MHC II- bzw. MHC I-Moleküle die 
zwei funktionell unterschiedlichen Klassen der „Helfer“ und „Killer“ T-Zellen (Übersicht in 
Smith-Garvin et al., 2009).  
Wenn der TZR-Komplex ein Peptid-beladenes MHC-Molekül auf einer APZ erkennt, bildet 
sich zwischen der T-Zelle und der APZ eine immunologische Synapse, die auch als SMAC 
(supramolecular activation cluster) bezeichnet wird. Im Zentrum der Synapse (c-SMAC) 
werden der TZR-Komplex, der CD4 bzw. CD8 Korezeptor, die Kostimulatoren (z.B. CD28) 
sowie Enzyme und Adaptorproteine, die wichtig für die Signaltransduktion sind, versam-
melt. Im äußeren Bereich der Synapse (p-SMAC) stabilisieren Integrine den Kontakt der 
beiden Zellen (Grakoui et al., 1999). Bei der Signaltransduktion werden zunächst Tyrosin-
reste in den ITAM (immune receptor tyrosine-based activating motifs) Motiven der CD3- 
und ζ-Ketten von den Src Tyrosinkinasen Fyn und Lck phosphoryliert. Darauf folgt die 
Rekrutierung von ZAP-70 (ζ-chain associated protein kinase 70 kDa), das u.a. das trans-
membrane Adaptorprotein LAT (linker for the activation of T cells) und das cytosolische 
Adaptorprotein SLP-76 (Src homology 2 domain-containing leukocyte phosphoprotein of 
76 kDa) bindet. Diese Adaptoren bilden das „Rückgrat“ eines Komplexes aus Effektormo-
lekülen, die eine Vielzahl verschiedener Signalwege aktivieren. Schließlich führen diese 
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zur Aktivierung der Transkriptionsfaktoren NF-κB (nuclear factor κB), NFAT (nucelar factor 
of activated T cells) und AP-1 (activation protein 1), die wiederum die Transkription ver-
schiedenster Gene und damit deren Proteinexpression induzieren (Übersicht in Smith-
Garvin et al., 2009). 
1.2.1 CD28 Kostimulation 
Neben der Interaktion zwischen dem TZR-Komplex und einem Peptid-beladenen MHC-
Molekül (Signal 1) wird für die T-Zellaktivierung ein zweites, das kostimulatorische Signal, 
benötigt. Fehlt Signal 2, kommt es zu keiner Aktivierung der T-Zellen. Stattdessen werden 
die Zellen entweder anergisch, d.h. sie reagieren auch bei optimaler Stimulation nicht 
mehr auf ihr spezifisches Antigen, oder sie sterben durch Apoptose ab (Abb. 1) (Übersicht 












Der wichtigste und inzwischen auch am besten charakterisierte kostimulatorische Rezep-
tor ist das homodimere Glycoprotein CD28 (Hara et al., 1985). CD28 ist ein Mitglied der 
Immunglobulin (Ig) Superfamilie und bei Nagern auf allen T-Zellen exprimiert (Gross, J. A. 
et al., 1990). Seine Liganden, das Homodimer CD80 (B7-1) und das Monomer CD86  
(B7-2), die ebenfalls zur Ig Superfamilie gehören, werden von aktivierten APZs exprimiert 
(Übersicht in Sharpe et al., 2002). Wie bereits erwähnt, findet man CD28 zusammen mit 
dem TZR-Komplex im Zentrum der immunologischen Synapse (c-SMAC). Dort führt die 
Integration der TZR und CD28 Signale zu einer Steigerung der Tyrosinphosphorylierung 
verschiedener für die T-Zellaktivierung wichtiger Moleküle. Die CD28 Bindung verstärkt 
dabei nicht nur Signale des TZR-Komplexes, sondern induziert auch TZR unabhängige 
Signal- und Transkriptionsprogramme, die den Metabolismus steigern und das Überleben 
(z.B. durch erhöhte Expression des anti-apoptotischen Moleküls Bcl-XL (B-cell lymphoma-
Abb. 1: Funktion der Kostimulation bei der T-Zellaktivierung 
Signal 1 entsteht durch die Interaktion zwischen TZR und Peptid-beladenem MHC-
Molekül. Das kostimulatorische Signal 2 wird z.B. durch die Bindung von CD28 an 
CD80/86 vermittelt. 
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extra large)) bzw. die Proliferation (Expression von Cyclinen, Aktivierung von Cdks  
(cycline-dependent kinase)) der T-Zelle ermöglichen (Bour-Jordan et al., 2011). Einer der 
wichtigsten Effekte des CD28 Signalweges ist die Aktivierung von NF-κB, die eine gestei-
gerte Produktion des T-Zellwachstumsfaktors Interleukin (IL) -2 induziert (Fraser et al., 
1991).  
Neben CD28 und CD80/86 gibt es weitere Mitglieder der B7:CD28 Familie der Kostimula-
toren. Dazu gehört ICOS (inducible costimulator) mit ICOS Ligand, PD-1 (programmed 
death -1) mit den Liganden PD-L1 und PD-L2 und CTLA-4 (cytotoxic T-lymphocyte  
antigen 4), das wie CD28 an CD80/86 bindet. Weitere kürzlich entdeckte Mitglieder dieser 
Familie sind BTLA (B and T lymphocyte attenuator) mit dem Liganden HVEM (herpesvirus 
entry mediator), B7-H3 mit dem Rezeptor TLT-2 (triggering receptor expressed on myeloid 
cell-like transcript 2) und B7-H4 und Btnl2 (butyrophilin-like protein 2), deren Rezeptoren 
noch nicht identifiziert werden konnten. Während die Interaktionen CD28:CD80/86 und  
TLT-2:B7-H4 T-Zellaktivierung stimulieren, bewirken CTLA-4:CD80/86, PD-1:PD-1L bzw. 
PD-2L, BTLA:HVEM und die Bindung von B7-H4 und Btnl2 das Gegenteil. Die 
ICOS:ICOSL Interaktion indessen kann die T-Zellaktivierung sowohl stimulieren als auch 
inhibieren (Paterson et al., 2009; Sharpe, 2009). In der großen Familie der Kostimulatoren 
sticht die CD28 Kostimulation dadurch hervor, dass sie naive T-Zellen aktivieren kann, 
während die anderen Mitglieder zu späteren Zeitpunkten wichtig sind (Croft et al., 1994). 
In Konkurrenz mit der CD28 Kostimulation steht die Interaktion von CTLA-4 mit CD80/86. 
CTLA-4 ist wie CD28 ein Homodimer, das auf Foxp3+ regulatorischen T-Zellen (Tregs) 
konstitutiv exprimiert und nach Aktivierung auch auf Effektor-T-Zellen hochreguliert wird 
(Takahashi et al., 2000; Walunas et al., 1996). Unterschiede zwischen CD28 und CTLA-4 
bestehen sowohl in ihrer Ligandenaffinität als auch möglicherweise in ihrer Stereometrie. 
Obwohl beide Rezeptoren die gleichen Liganden binden, übersteigt die Bindungsaffinität 
von CTLA-4 zu CD80 die von CD28 um das 20-fache und zu CD86 sogar um das  
100-fache. Zudem wird diese höhere Affinität durch die bivalente Ligandeninteraktion bei 
CTLA-4 noch dramatisch gesteigert (Collins et al., 2002). CD28 dagegen bindet seine Li-
ganden aufgrund von sterischen Einschränkungen nur monovalent (Collins et al., 2002). 
Neuere Daten deuten allerdings daraufhin, dass eine bivalente Bindungsmöglichkeit der 
CD28 Moleküle für die Rekrutierung in die immunologische Synapse notwendig ist 
(Sanchez-Lockhart et al., 2011). Aufgrund der höheren Avidität von CTLA-4 kann dieser 
negative Regulator das stimulierende Signal der CD28 Kostimulation überschreiben und 
so die Immunantwort effektiv gegenregulieren (Collins et al., 2002). 
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1.2.2 CD28 Superagonisten (CD28SA) 
T-Zellen lassen sich nicht nur durch die „natürlichen“ Liganden des TZR und des CD28 
Rezeptors stimulieren, sondern auch mit Hilfe von Antikörpern. Hara et al. isolierten 1985 
den ersten humanen monoklonalen CD28 Antikörper (mAk) 9.3. Dieser Antikörper wies 
kostimulatorische Eigenschaften in Anwesenheit des polyklonalen T-Zellaktivators PMA 
(phorbol 12-myristat 13-acetat) auf (Hara et al., 1985). Auch der fünf Jahre später isolierte 
murine CD28 mAK konnte in vitro zusammen mit einem für den TZR-Komplex spezifi-
schen mAK naive T-Zellen aktivieren (Gross, J. A. et al., 1990). Allein konnten diese CD28 
Antikörper jedoch keine Stimulation in vitro induzieren. Dieser Typ von Antikörper wird im 
Weiteren als „konventioneller“ CD28 mAK bezeichnet. Bei der Generierung von Ratten-
spezifischen CD28 mAKs in der Maus wurden überraschenderweise neben den konventi-
onellen CD28 mAKs auch solche, im Folgenden als superagonistische (SA) mAK bezeich-
net, gefunden, die ohne TZR-Bindung naive T-Zellen vollständig aktivieren können (Tacke 
et al., 1997). Erklären ließ sich der Unterschied weder durch den Antikörperisotyp noch 
durch unterschiedliche Bindungsaviditäten. Mit Hilfe von chimären Ratte/Maus CD28 Mo-
lekülen konnte schließlich gezeigt werden, dass CD28SA an die laterale C’’D-Schleife der 
Ig-ähnlichen Domäne des CD28 Moleküls binden, während der konventionelle CD28 mAK 
ein Epitop in der Nähe der Bindungsstelle der CD80/86 Liganden erkennt (Abb. 2) (Luhder 
et al., 2003). Dieser Unterschied konnte auch für die später generierten humanen und mu-















Abb. 2: Schematische Darstellung der Bindung von konventionellen und supera-
gonistischen anti-CD28 mAKs 
Der konventionelle CD28 mAK bindet nahe der Bindungsstelle der natürlichen Liganden 
CD80/86 des CD28 Moleküls. CD28SA bindet dagegen lateral an die C’’D-Schleife des 
CD28 Moleküls. Dies ermöglicht eine bivalente Bindung und die Quervernetzung der 
CD28 Moleküle. (modifiziert nach Beyersdorf, Hanke, et al., 2005) 
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Die Kokristallographie von Fab-Fragmenten eines humanen superagonistischen CD28 
mAK mit rekombinantem, löslichem CD28 zeigte ebenfalls eine laterale Bindung (Evans et 
al., 2005). Diese und weitere Hinweise ließen darauf schließen, dass CD28SA die CD28 
Moleküle bivalent binden und damit vernetzen kann (Abb. 2) (Dennehy et al., 2006; Evans 
et al., 2005; Luhder et al., 2003).  
Obwohl die Aktivierung der T-Zellen über CD28SA unabhängig von einer TZR-Bindung 
erfolgt (keine verstärkte Phosphorylierung der ζ-Kette, von ZAP-70 oder LAT im Vergleich 
zu unstimulierten T-Zellen), ist der stimulatorische Effekt nicht unabhängig von der TZR 
Signalmaschinerie (Dennehy et al., 2003; Dennehy et al., 2007; Luhder et al., 2003). 
Schwache oder „tonische“ Signale des TZR, die T-Zellen durch den Kontakt mit Selbstan-
tigen-beladenen MHC-Molekülen erlangen (Stefanova et al., 2002), werden bei der Bin-
dung von CD28SA an CD28 amplifiziert. Dabei wird der Austauschfaktor Vav1 benötigt, 
um das TZR Signal über das SLP-76-Vav-Itk Signalosom zu verstärken (Abb. 3) 














Im Vergleich zur Kostimulation ergeben sich bei der in vitro Stimulation mit CD28SA einige 
Unterschiede in den aktivierten Zellen. Zum einen wird die Differenzierung der naiven  
T-Zellen durch CD28SA Stimulation zugunsten des TH2 (T helper type 2) Phänotyps ver-
schoben (Rodriguez-Palmero et al., 1999), zum anderen erlangen die Zellen unter ande-
rem durch die Hochregulation des anti-apoptotischen Moleküls Bcl-XL eine höhere Apop-
toseresistenz (Kerstan et al., 2004). In Bezug auf die Induktion der Proliferation und der  
IL-2 Produktion sind die beiden Stimulationsarten jedoch vergleichbar. 
Abb. 3: Abhängigkeit der CD28SA vermittelten T-Zellaktivierung von proximalen 
TZR Signalen 
Das starke CD28 Signal, das durch die bivalente Bindung des CD28SA induziert wird, 
amplifiziert die tonischen Signale des ungebundenen TZR auf dem Level des SLP-76-
Vav-Itk Signalosoms und induziert so eine vollständige T-Zellaktivierung. (modifiziert 
nach Hünig et al., 2005) 
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1.2.2.1 CD28SA Effekte in Nagermodellen 
Nach der Entdeckung des CD28SA JJ316 im Rattensystem wurde dieser auf seine Effekte 
in vivo untersucht. Der Injektion des Superagonisten in Ratten folgte ein dosisabhängiger, 
transienter Anstieg der Lymphozytenanzahl, der bei einer Behandlung mit konventionellem 
CD28 mAK JJ319 nicht beobachtet werden konnte. Dabei induzierte der CD28SA vor al-
lem innerhalb der CD4+ T-Zellen eine starke Proliferation (Tacke et al., 1997). Die mit 
CD28SA behandelten Ratten zeigten, abgesehen von der Vergrößerung der lymphoiden 
Organe, keine pathogenen Symptome. Eine Analyse der Zytokine zeigte, dass hauptsäch-
lich das anti-inflammatorische IL-10 und in geringen Mengen IL-4, aber kaum pro-
inflammatorische Zytokine, produziert wurden (Rodriguez-Palmero et al., 1999). Später 
konnte gezeigt werden, dass das Zytokin IL-10 hauptsächlich von CD4+CD25+ bzw. 
CD4+CD25+Foxp3+ regulatorischen T-Zellen (Treg) produziert wird und die Treg Frequenz 
innerhalb der CD4+ T-Zellen nach CD28SA Injektion vorübergehend von 5% auf bis zu 
20% ansteigt (Beyersdorf, Gaupp, et al., 2005; Lin, C. H. et al., 2003). Tregs, die in Ab-
schnitt 1.3 näher behandelt werden, spielen eine entscheidende Rolle beim Erhalt der 
Immunhomöostase und der Regulation überschießender Immunantworten. Sie besitzen 
eine Vielzahl von Mechanismen, wie z.B. die Produktion der anti-inflammatorischen Zyto-
kine IL-10 und TGFβ (transforming growth factor β), mit denen sie ihre inhibierende Funk-
tion ausüben (Tang et al., 2008). Diese Zellen zeigten insbesondere am Maximum der 
CD28SA Stimulation einen aktivierten CD25hoch, CTLA-4hoch Phänotyp und in in vitro 
Suppressionsassays eine verstärkt supprimierende Wirkung im Vergleich zu unstimulier-
ten Tregs (Beyersdorf, Gaupp, et al., 2005; Lin, C. H. et al., 2003). Ähnliche Ergebnisse 
erhielt man auch für den Maus-spezifischen CD28SA D665 (Dennehy et al., 2006; Hünig, 
2007).  
Positive Effekte durch eine präventive bzw. therapeutische in vivo Behandlung mit 
CD28SA konnten auch bei verschiedenen Krankheitsmodellen beobachtet werden 
(Tabelle 1). In den meisten Modellen konnte neben der präferenziellen Expansion der 
Tregs gegenüber konventioneller T-Zellen (Tkons) auch eine Zunahme in der Anzahl oder 
der Frequenz der Tregs beobachtet werden. Durch adoptive Transferexperimente mit 
CD28SA stimulierten CD4+CD25+ bzw. CD4+CD25- T-Zellen und durch Depletion CD25+ 
bzw. Foxp3+ Zellen konnte nachgewiesen werden, dass Tregs die Ursache der CD28SA 
vermittelten präventiven bzw. therapeutischen Effekte sind (Beyersdorf, Gaupp, et al., 




Spezies Krankheitsmodell Behandlung präventiv therapeutisch Referenz 
Ratte Experimentelle- Autoimmun-Neuritis in vivo + + 













et al., 2005 
Ratte Adjuvant-induzierte Arthritis in vivo n.d. + 
Rodriguez-Palmero 
et al., 2006 
Ratte allogene  Lebertransplantation in vivo 
-  
(+)* n.d. Urakami et al., 2006 








Zlatanova et al., 
2006; van den 
Brandt et al., 2010 
Ratte allogene heterotope Herztransplantation in vivo + n.d. 
Kitazawa et al., 
2008 







Kitazawa et al., 
2009; Kitazawa et 
al., 2010 
Ratte  experimentelle  Glomerulonephritis in vivo + n.d. 






in vivo + n.d. Guilliams et al., 2008 
Maus Graft-versus-Host Krankheit 

















in vivo n.d. + Zaiss et al., 2010 
Maus DSS-induzierte  Colitis in vivo + n.d. 











Die vorklinischen Daten aus Tiermodellen mit Autoimmunerkrankungen deuteten darauf 
hin, dass CD28SA effektiv Tregs beeinflussen und so Autoimmunität in vivo abmildern 
bzw. verhindern kann. Da auch bei Verwendung hoher Dosen an CD28SA keine negati-
ven Nebeneffekte nachgewiesen wurden und durch die polyklonale Expansion der Tregs 
Tabelle 1: Effekte von CD28SA in verschiedenen Nagermodellen für Autoimmunität 
und Transplantation 
Behandelt wurden die Tiere präventiv oder therapeutisch durch eine CD28SA Injektion in 
vivo oder durch die Transplantation von zuvor in vivo mit CD28SA aktivierten Zellen. 
+ positiver Effekt, - kein Effekt, n.d.: nicht durchgeführt, DSS: Dextran-Sulfat-Sodium 
*  positiver Effekt nur in Kombination mit Donor-spezifischer Bluttransfusion 
**  kein Effekt nach in vivo Depletion mit anti-CD25 mAK  
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das krankheits-verursachende Autoantigen nicht bekannt sein musste, schien ein Einsatz 
von CD28SA als Therapeutikum bei verschiedenen humanen Autoimmun- oder entzündli-
chen Erkrankungen vielversprechend. 
1.2.2.2 CD28SA Effekte im humanen System 
Um einen Nutzen aus den in verschiedenen Nagermodellen beobachteten therapeuti-
schen Effekten des CD28SA auch für den Menschen ziehen zu können, wurden äquiva-
lente superagonistische Maus anti-human CD28 mAKs generiert (Luhder et al., 2003). 
Diese wurden mit Hilfe von Genmanipulation in einen vollständig humanisierten IgG4 mAk, 
genannt TGN1412, umgewandelt. Der Isotyp IgG4 wurde gewählt, da IgG4 im Vergleich 
zu anderen IgGs eine geringe Affinität zu Fc-Rezeptoren hat (Übersicht in Nirula et al., 
2011) und damit zytotoxische Effektormechanismen unwahrscheinlicher werden  
(Duff, 2006).  
Vorklinische Studien zur Sicherheit und Toxizität von TGN1412 wurden mit humanen mo-
nonukleären Zellen des peripheren Blutes (PBMC) und Langschwanzmakaken durchge-
führt. Diese Primaten wurden verwendet, da TGN1412 eine ähnliche Affinität zu deren 
CD28 Molekülen zeigte wie zu humanen CD28 Molekülen und die Fc-Rezeptoren zwi-
schen beiden Spezies als hoch konserviert beschrieben wurde (Hanke, 2006). Trotz der 
sehr hohen Dosis TGN1412 von 50 mg/kg Körpergewicht, die wöchentlich für vier Wochen 
verabreicht wurde, konnten in den Primaten keine Anzeichen für eine Toxizität oder ande-
re unerwünschte Nebeneffekte beobachtet werden. Auch die in vitro Stimulation der 
PBMCs mit TGN1412 zeigte keine toxischen Effekte des TGN1412 an (Duff, 2006). 
Umso erstaunlicher war es, dass es 2006 während der Erstanwendung beim Menschen 
(Phase-I-Studie) zu einer lebensbedrohlichen, systemischen Zytokinausschüttung bei den 
sechs Freiwilligen kam. Im Gegensatz zu den Langschwanzmakaken, bei denen die 
CD28SA Injektion die Produktion geringer Mengen an IL-2, IL-4 und IL-5 induzierte, wur-
den in den Freiwilligen innerhalb weniger Stunden nach der Infusion sehr hohe Mengen an 
pro-inflammatorischem TNFα (tumor necrosis factor α) und IFNγ (interferon γ) nachgewie-
sen (Duff, 2006; Suntharalingam et al., 2006). Inzwischen sind die Gründe bekannt, wes-
halb weder die Studien mit Langschwanzmakaken noch die Stimulation der humanen 
PBMCs das „Cytokine-Release Syndrom“ ankündigten. Diese werden in der  
Diskussion Abschnitt 5.1 näher erläutert. Die Besonderheiten, die im Mausmodell einen  
Zytokinsturm verhindern, sind Gegenstand dieser Arbeit und werden in Abschnitt 4.1  
behandelt.  
13 
1.3 Entwicklung von Foxp3+ regulatorischen T-Zellen 
1995 wurde eine T-Zellpopulation, die die α-Kette des IL-2 Rezeptors (CD25) exprimiert 
und immunsupprimierend wirkt, wiederentdeckt und funktionell charakterisiert (Sakaguchi 
et al., 1995). Seitdem waren regulatorische T-Zellen Gegenstand unzähliger Forschungs-
projekte. Dabei wurde die Beobachtung gemacht, dass neben einer Vielzahl von Zellen 
mit regulatorischen Eigenschaften wie Tr1 Zellen, TH3 oder CD8+ Treg Zellen (Shevach, 
2006) eine bestimmte Population CD4+ T-Zellen nicht nur CD25, sondern auch den linien-
spezifischen Transkriptionsfaktor Foxp3 exprimiert (Hori et al., 2003). Der Einfluss des 
Transkriptionsfaktors auf die Funktion der Tregs selbst und auf den Erhalt der peripheren 
Toleranz wird anhand von Mutationen im Foxp3 (forkhead box P3) Gen deutlich. Foxp3 
defiziente Menschen wie auch Tiere leiden an einer tödlich verlaufenden Autoimmunität, 
die beim Menschen als IPEX (immune dysregulation, polyendocrinopathy, enteropathy,  
X-linked) Syndrom bekannt ist (Bennett et al., 2001; Kim et al., 2007). Weitere Untersu-
chungen der Foxp3 exprimierenden Tregs zeigten, dass es zwei Subpopulationen gibt, die 
sich anhand ihrer Spezifität, der Funktion, aber auch ihrer Entstehungsgeschichte unter-
scheiden lassen.  
Beide Treg Subpopulationen stammen wie auch Tkons von Vorläufer-T-Zellen ab, die aus 
dem Knochenmark in den Thymus einwandern und dort ihren TZR zufällig rekombinieren. 
Thymozyten mit erfolgreich rekombiniertem TZR erhalten im Thymuskortex durch das Er-
kennen von Selbst-MHC-Molekülen Signale, die das Überleben sichern (positive Selekti-
on) (Kaye et al., 1989). In der Thymusmedulla bekommen diese unreifen T-Zellen eine 
große Vielfalt an Selbstantigenen von verschiedenen APZs, wie mTECs (medullary thymic 
epithelial cell) und dendritischen Zellen (DZs), präsentiert. Die dabei aus der Interaktion 
zwischen TZR und mit Selbstantigen-beladenem MHC-Molekül resultierende Signalstärke 
und Bindungsdauer entscheiden über das weitere Schicksal der Zellen (Übersicht in 
Takahama, 2006). Thymozyten mit einem TZR mit hoher Affinität zu Selbstantigenen wer-
den, um Autoreaktivität in der Peripherie zu verhindern, durch Apoptose deletiert (negative 
Selektion) (Übersicht in Starr et al., 2003) (Abb. 4). Thymozyten, die einen TZR mit einer 
intermediären Affinität haben, differenzieren zu Foxp3-CD25hoch Treg Vorläuferzellen, die 
in Anwesenheit von IL-2 und eventuell IL-7 und IL-15 anfangen, Foxp3 zu exprimieren 
(Burchill et al., 2008; Lio et al., 2008). Die so entstehenden Foxp3+ T-Zellen werden als 
natürliche Tregs (nTregs) bezeichnet und bilden die erste Subpopulation der Tregs. Ein 
weiteres wesentliches Signal, das die nTregs für ihre Entstehung im Thymus benötigen, ist 
das kostimulatorische CD28 Signal, das in Abschnitt 1.4.3 näher behandelt wird. Die rest-
lichen Thymozyten, deren TZRs eine niedrige, jedoch über dem Niveau der positiven Se-
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lektion liegende Selbstreaktivität besitzen, wandern als Tkons aus dem Thymus in die Pe-
ripherie (Abb. 4).  
Die zweite Subpopulation an Foxp3+ Tregs, die induzierten Tregs (iTreg), entwickeln sich 
unter bestimmten Voraussetzungen aus diesen Tkons in der Peripherie (Chen, W. et al., 
2003). Zu den Bedingungen, durch die Tkons bevorzugt zu iTregs konvertieren, zählen 
eine suboptimale DZ Aktivierung, sub-immunogene Dosen eines agonistischen Peptides 
oder über die Schleimhäute eindringende Peptide jeweils in Anwesenheit der Zytokine IL-2 
und TGFβ (Povoleri et al., 2013). Unter ähnlichen Bedingungen können auch in vitro aus 
















Im Folgenden sollen die zwei Treg Subpopulationen, nTregs und iTregs, näher beschrie-
ben und abschließend miteinander verglichen werden. Ein Problem stellt allerdings die 
Tatsache dar, dass die in der Literatur oft als „nTreg“ beschriebenen Tregs in der Periphe-
rie eigentlich eine Mischung aus nTregs und iTregs sind und Marker zur Unterscheidung 
der Subpopulationen nicht mituntersucht wurden. Diese Daten werden aufgrund der Tat-
sache, dass ein Großteil der Foxp3+ T-Zellen in der Peripherie im ruhenden Immunsystem 
wahrscheinlich nTregs sind, im Abschnitt 1.4 der nTregs behandelt. Trotzdem wurde so-
weit möglich eine Differenzierung der Eigenschaften der beiden Populationen vorgenom-
men.  
Abb. 4: T-Zellentwicklung im Thymus in Abhängigkeit von der TZR Signalstärke 
Die Stärke des TZR Signals, vermittelt durch die Interaktion des TZR mit Selbstantigen-
beladenem MHC II, bestimmt in Kombination mit den Zytokinen IL-2, IL-7 und IL-15 das 
Schicksal der CD4+ Thymozyten und die Differenzierung der Foxp3+ Tregs. Die Stärke 
der Pfeile spiegelt die Wahrscheinlichkeit des jeweiligen Ereignisses wider (modifiziert 
nach Josefowicz, Lu, et al., 2012).  
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1.4 Natürliche regulatorische T-Zellen (nTreg) 
In der Peripherie machen die Foxp3+ Zellen zwischen 5 und 10% der CD4+ T-Zellen aus. 
Anhand der Expression von Neuropilin und Helios (siehe Abschnitt 1.4.1) wird ein nTreg-
Anteil innerhalb der Foxp3+ T-Zellen in den Lymphknoten und der Milz von Mäusen von 
über 70% angenommen (Thornton et al., 2010; Yadav et al., 2012). In bestimmten Körper-
regionen, wie dem Darm, ist dieser Anteil aber zugunsten der iTregs verschoben (Yadav 
et al., 2012). Die Hauptfunktion der nTregs ist es, Immunantworten gegen Selbstantigene 
zu kontrollieren und die Höhe des Schwellenwertes, ab dem eine Immunantwort ausgelöst 
werden kann, zu regulieren.  
1.4.1 Charakterisierende Merkmale 
Bezeichnend für nTregs ist neben der Expression des Transkriptionsfaktors Foxp3 eine 
konstitutiv hohe Expression von CD25, einer Komponente des hochaffinen IL-2R, wie 
auch des Co-inhibitorischen Rezeptors CTLA-4. Dabei ist jedoch weder CD25 noch  
CTLA-4 ein linienspezifischer Marker, da beide durch Aktivierung auch auf Tkons hochre-
guliert werden (Kelly et al., 1988). Die starke, konstitutive CD25 Expression spiegelt die 
entscheidende Rolle von IL-2 bei der Entwicklung, dem Überleben und der Aktivierung der 
Tregs in der Peripherie wider. Dabei sind Tregs abhängig von parakrinem IL-2. Aufgrund 
des Transkriptionsfaktors Foxp3, der die Genexpression von IL-2 und anderen pro-
inflammatorischen Zytokinen wie IL-4, IFNγ, TNF und IL-17 unterdrückt, können sie IL-2 
selbst nicht produzieren (Williams et al., 2007). Der Verbrauch des von aktivierten Tkons 
produzierten IL-2 durch Tregs stellt zudem einen der zahlreichen Regulationsmechanis-
men der Tregs dar (Barthlott et al., 2005). Im Gegensatz zu IL-2 ist CTLA-4 nicht für die 
Entwicklung der Tregs entscheidend (Read et al., 2006), wird aber für die supprimierende 
Funktion und die Regulation der Treg Homöostase benötigt (Schmidt, E. M. et al., 2009; 
Wing et al., 2008). 
Bis heute ist kein spezifischer Marker bekannt, der eine eindeutige Unterscheidung der 
nTregs von den ebenfalls Foxp3 exprimierenden iTregs möglich macht. Zur Diskussion 
stehen zum Beispiel der Transkriptionsfaktor Helios (Thornton et al., 2010) oder das Ober-
flächenprotein Neuropilin-1 (Nrp-1) (Yadav et al., 2012). Beide Moleküle sollen speziell 
von nTregs, nicht aber von iTregs exprimiert werden. Allerdings erwies sich insbesondere 
Helios als Marker nicht unter allen Bedingungen als geeignet, da es nach Aktivierung auch 
von Tkons exprimiert werden kann. Die genaue Funktion beider Faktoren in den Tregs ist 
derzeit nicht bekannt, es gibt jedoch Hinweise, dass sie an der supprimierenden Aktivität 
der Tregs beteiligt sind (Übersicht in Lin, X. et al., 2013). 
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Eine weitere diskutierte Möglichkeit, nTregs von iTregs zu unterscheiden, ist der Methylie-
rungsstatus der TSDR (Treg specific demethylation region) Region im Foxp3 Gen. Wäh-
rend in nTregs diese Region vollständig demethyliert ist, beobachtet man in Tkons eine 
vollständige Methylierung (Polansky et al., 2008). In in vitro mit TGFβ induzierten Tregs ist 
die TSDR interessanterweise nur teilweise demethyliert. Funktionell ist die Demethylierung 
der TSDR mitverantwortlich für eine stabile Foxp3 Expression. Im Einklang damit verlieren 
in vitro generierte iTregs bei Restimulation ihre Foxp3 Expression (Floess et al., 2007; 
Polansky et al., 2008). Weiterführende funktionelle Studien mit aufgereinigten nTregs und 
iTregs anhand dieser Methode sind aufgrund der notwendigen Präparation der DNA (de-
oxyribonucleic acid) allerdings nicht möglich. 
1.4.2 TZR-Repertoire 
Bedingt durch den Differenzierungsmechanismus im Thymus exprimieren nTregs ein 
hochdiverses TZR-Repertoire und zeigen eine erhöhte Reaktivität auf Selbstantigene. Sie 
erkennen jedoch zudem auch eine Vielzahl an Fremdantigenen (Übersicht in Pacholczyk 
et al., 2008). Vergleichende Studien der TZR-Repertoires von Tkons und Tregs zeigten, 
dass der Großteil des TZR-Repertoires sich deutlich unterscheidet und je nach Studie ein 
Anteil zwischen 10% und 40% der TZR-Spezifität überlappt (Hsieh et al., 2004; 
Pacholczyk et al., 2006; Wong et al., 2007). Zudem scheinen in Mäusen natürliche Tregs 
einen hohen Anteil der Tregs auszumachen, da das TZR-Repertoire der Tregs im Thymus 
dem der Tregs in der Peripherie stark ähnelt (Hsieh et al., 2004; Wong et al., 2007).  
1.4.3 CD28 Kostimulation in natürlichen regulatorischen T-Zellen 
Die CD28 Kostimulation ist nicht nur für T-Zellen von besonderer Bedeutung, sondern 
auch für nTregs. Mäuse mit einer Defizienz in CD28 oder B7 haben eine normale Anzahl 
an konventionellen CD4+ und CD8+ T-Zellen, aber eine stark reduzierte Anzahl an Foxp3+ 
Tregs sowohl im Thymus als auch in der Peripherie (Bour-Jordan et al., 2002; Lohr et al., 
2003; Salomon et al., 2000). Versuche mit gemischten Knochenmark-Chimären aus wild-
typischen, CD28 und IL-2 defizienten Mäusen konnten zeigen, dass für die nTreg Entwick-
lung im Thymus CD28 in Tkons für die IL-2 Produktion wichtig ist. Zusätzlich benötigen 
Tregs allerdings auch selbst CD28. (Tai et al., 2005). Mit Hilfe von Mäusen mit einer indu-
zierbaren CD28 Defizienz konnte auch für die Peripherie die Abhängigkeit der Tregs von 
CD28 Signalen in cis und trans bestätigt werden (Gogishvili et al., 2013). 
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1.4.4 Migrationsverhalten, Homöostase und Überleben 
Um lokal unerwünschte Immunantworten zu regulieren, müssen Tregs in lymphoide Orga-
ne und in entzündliche Gewebe einwandern können (Siegmund et al., 2005). Die Wande-
rung von einem Gewebe in ein anderes wird den Zellen des Immunsystems durch die Ex-
pression verschiedener Adhäsionsmoleküle und Chemokinrezeptoren (CCR) ermöglicht 
(Huehn et al., 2005). Die Expression von CD62L und CCR7 ermöglicht zum Beispiel un-
stimulierten Tregs in den lymphoiden Geweben die Rezirkulation. Nach einer Aktivierung 
ändert sich das Muster und anstatt von CD62L und CCR7 werden Chemokinrezeptoren 
(wie CCR2, CCR5, CCR6 oder CXCR3), Selektin Liganden (wie E- und P-Selektin) und 
Integrine (wie CD103) hochreguliert. Entlang der entsprechenden Chemokingradienten 
gelangen die Tregs in entzündliche Gewebe, wo sie die entsprechende Immunantwort re-
gulieren (Huehn et al., 2004; Zhang, N. et al., 2009). 
Neben aktivierten T-Zellen muss auch die Homöostase der Tregs stark kontrolliert werden. 
Ein Ungleichgewicht in der Anzahl oder der Aktivität der Tregs kann zu Autoimmunität (zu 
wenig Treg Aktivität) oder zu Krebs bzw. zu unkontrollierten Infektionen (zu viel Treg Akti-
vität) führen (Übersicht in von Boehmer et al., 2013). Entgegen anfänglicher Beschreibun-
gen der Tregs als anergische Zellen (Takahashi et al., 1998) konnte inzwischen gezeigt 
werden, dass in vivo Tregs sogar stärker als Tkons proliferieren. Diese vermehrte Zelltei-
lung soll zumindest zum Teil mit der Expression selbstreaktiver TZRs in Zusammenhang 
stehen (Fisson et al., 2003). Ein Mechanismus, durch den die Klongröße der sich schnell 
teilenden Tregs und der Tkons kontrolliert wird, ist die Menge an überlebenswichtigem IL-2 
(Pandiyan et al., 2007). Im ruhenden Immunsystem wird durch den effektiven Verbrauch 
von IL-2, das von selbstreaktiven Tkons produziert wird, eine lokale Aktivierung der  
T-Zellen verhindert und zugleich die Funktion und das Überleben der Tregs gestärkt 
(Übersicht in Boyman et al., 2012). Während einer Immunantwort produzieren aktivierte 
Tkons große Mengen an IL-2 und expandieren. Zeitlich etwas versetzt proliferieren durch 
Selbst- oder Fremdantigene aktivierte Tregs mit Hilfe dieses IL-2. Dieser Expansionspha-
se folgt die Effektorphase, in der die aktivierten Tkons die Pathogene bekämpfen und zeit-
gleich die Anzahl und die supprimierende Aktivität der Tregs zunehmen. Die Homöostase 
des Immunsystems wird schließlich während der Kontraktionsphase wieder erreicht. Durch 
die Treg vermittelte Suppression sinkt die Anzahl an Tkons und damit auch die Menge an 
IL-2. Das reduziert letztlich auch die Anzahl an Tregs, deren Überleben von IL-2 abhängt 
(Übersicht in Hünig, 2007).  
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1.4.5 Effektormechanismen 
Neben der Beteiligung des TZR an der Treg Entwicklung im Thymus induziert die antigen-
spezifische Stimulation des TZR die supprimierende Aktivität der Tregs in der Peripherie. 
Einmal aktivierte Tregs können anschließend auf eine antigenunabhängige Weise suppri-
mieren (Bystander-Suppression) (Karim et al., 2005). In Abhängigkeit von verschiedenen 
Faktoren, wie der Art der Immunantwort bzw. des auslösenden Agens, dem Immunstatus 
des Wirtes oder dem Ort der Immunantwort, verwenden Tregs unterschiedliche Mecha-
nismen, um die Immunantwort zu regulieren (Übersicht in Tang et al., 2008). Einige Bei-














In vitro Suppressionsversuche, bei denen eine semipermeable Membran die Effektor- 
T-Zellen von den Tregs trennten, zeigten, dass zellkontaktabhängige Mechanismen zur 
inhibierenden Aktivität der Tregs beitragen (Thornton et al., 1998). Zu diesen kontaktab-
hängigen Mechanismen zählen u.a. die Ausschüttung von Granzym B und Perforin, die 
zur Induktion von Apoptose in Tkons führt (Cao et al., 2007; Gondek et al., 2005), und die 
Suppression durch CTLA-4. Der co-inhibitorische Rezeptor CTLA-4 kann dabei auf viele 
Arten supprimierend wirken. Zum Beispiel konkurriert er mit CD28 um die Bindung der Li-
ganden CD80/86, zu denen CTLA-4 eine deutlich höhere Affinität besitzt (siehe  
Abschnitt 1.2.1). Zudem führt Trans-Endozytose, bei der über CTLA-4 CD80/86 Moleküle 
aus der APZ Membran entfernt werden, zu einer verminderten Expression der Liganden 
(Qureshi et al., 2011). In APZs induziert CTLA-4 die Produktion des immunsupprimieren-
den Enzyms IDO (indolamin 2,3-dioxygenase), das durch den Einfluss auf die  
Tryptophandegradation Tkons inhibiert (Grohmann et al., 2002). 
Abb. 5: Beispiele für Regulationsmechanismen der nTregs 
nTregs können zum einen durch verschiedene inhibierende Moleküle und Zytokine, zum 
anderen aber auch über Zell-Zell-Kontakt Tkons und/oder APZs beeinflussen.  
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Zusätzlich zu den zellkontaktabhängigen Mechanismen ist neben dem bereits beschriebe-
nen Verbrauch von IL-2 (siehe Abschnitt 1.4.4) auch die Sekretion suppressiver Faktoren 
wie IL-10, TGFβ, IL-35 oder Adenosin an der Treg vermittelten Regulation beteiligt. Ob-
wohl die inhibierende Wirkung der Tregs bei in vitro Versuchen unabhängig von IL-10 und 
TGFβ schien, ist deren Bedeutung in verschiedenen in vivo Modellen inzwischen unum-
stritten (Übersicht in Tang et al., 2008). Mit Hilfe von Mäusen, die eine Treg spezifische  
IL-10 Defizienz haben, konnte dargestellt werden, dass von Tregs produziertes IL-10 be-
sonders wichtig für den Erhalt der Toleranz an Oberflächen mit Umweltkontakt, wie Darm 
oder Lunge, ist (Rubtsov et al., 2008). TGFβ, das die Zellproliferation und die Funktion 
aktivierter Zellen inhibiert, kann zudem auch die Differenzierung weiterer Tregs und deren 
Funktion fördern (Übersicht in Wan et al., 2007). Zudem gibt es Hinweise, dass TGFβ 
auch zellkontaktabhängig über die membrangebundene Form des TGFβ, die auf nTreg 
vermehrt exprimiert wird, Tkons inhibieren kann (Nakamura et al., 2001). IL-35, ein Hete-
rodimer aus IL-12p35 Kette und Ebi3 (Epstein Barr Virus induced 3), scheint eine beson-
dere Rolle beim Erhalt der Toleranz im Darm zu spielen, da Tregs, die defizient für eine 
Komponente von IL-35 sind, in vitro schwächer supprimierend wirken und entzündliche 
Darmerkrankungen nicht kontrollieren können (Collison et al., 2007). Das zuletzt erwähnte 
Adenosin inhibiert durch die Bindung an den Rezeptor A2A die Tkon Aktivierung und Ex-
pansion. Katalysiert wird die Bildung von Adenosin aus extrazellulärem ATP (adenosine 
triphosphate) bzw. ADP (adenosine diphosphate) durch die auf Tregs stark exprimierten 
Ektonukleotidasen CD39 und CD73 (Deaglio et al., 2007). 
1.5 Induzierte regulatorische T-Zellen (iTreg)  
Obwohl inzwischen sicher ist, dass in vivo generierte iTregs einen wesentlichen Beitrag 
zum Erhalt der peripheren Toleranz beitragen, ist es aufgrund der fehlenden Marker zur 
Unterscheidung zwischen nTregs und iTregs immer noch schwierig, diese Zellen klar von-
einander abzugrenzen. Induzierte Tregs entwickeln sich außerhalb des Thymus bei sub-
immunogener Antigenpräsentation während einer chronischen Entzündung oder im Zuge 
der normalen Homöostase des Darms. Ihre Hauptfunktion besteht darin, die Immuntole-
ranz der Mukosa zu erhalten und schwere, chronische allergische Entzündungen zu ver-
meiden (Übersicht in Curotto de Lafaille et al., 2009). 
1.5.1 Charakterisierende Merkmale 
Ihre Funktion scheinen iTregs zumindest teilweise mit den gleichen Effektormechanismen 
auszuüben wie nTregs (Übersicht in Schmitt et al., 2013). Während in vivo generierte 
iTregs auch in vielen weiteren Eigenschaften mit nTregs übereinstimmen, gibt es bei in 
20 
vitro generierten iTregs abhängig vom Stimulationsprotokoll große Unterschiede. So wir-
ken in vivo generierte iTregs ähnlich supprimierend wie nTregs, während es für in vitro 
generierte iTregs widersprüchliche Resultate gibt (Aricha et al., 2008; Chen, W. et al., 
2003; Hill et al., 2007). Ähnliche Beobachtungen gibt es auch für den Methylierungsgrad 
der bereits beschriebenen TSDR. In vivo generierte iTregs zeigen auch hier wie nTregs 
einen hohen Anteil an demethylierten CpGs, während in vitro generierte iTregs nur partiell 
demethyliert sind. Dadurch ist auch die Stabilität der Foxp3 Expression in in vitro iTregs 
nach Restimulation gering (Floess et al., 2007; Polansky et al., 2008). 
Unterschiede zwischen nTregs und den unterschiedlich generierten iTregs gibt es jedoch 
hinsichtlich der Treg Gensignatur. Vergleichende Genexpressionsanalysen von ex vivo 
Tregs mit unter unterschiedlichen Bedingungen generierten in vivo und in vitro iTregs zeig-
ten, dass iTregs abhängig von ihrer Stimulation nur Teile der Treg Signatur exprimieren. 
Generell bestand aber trotzdem eine größere Ähnlichkeit mit Tregs als mit Tkons (Feuerer 
et al., 2010; Hill et al., 2007). Zu diesen Unterschieden zählt auch die bereits beschriebe-
ne niedrige Expression von Helios und Nrp-1 in den verschieden generierten iTregs 
(Gottschalk et al., 2012; Weiss et al., 2012). 
1.5.2 TZR-Repertoire 
Ein weiterer entscheidender Unterschied zwischen nTregs und iTregs ist das TZR-
Repertoire. Wie schon erwähnt, überlappt das Repertoire zwischen Tkons und Foxp3+ 
Tregs in der Peripherie zu einem gewissen Anteil (10-40%). Da iTregs sich aus Tkons 
entwickeln, liegt die Vermutung nahe, dass iTregs in diesem Anteil der peripheren Tregs 
enthalten sind. Ein direkter Vergleich des TZR-Repertoires von iTregs und Foxp3+ Tregs 
zeigte zudem nur eine geringe Überlappung (Haribhai et al., 2011). Weiter lässt sich dar-
aus schließen, dass nTregs und iTregs unterschiedliche Funktionen haben. Dies steht im 
Einklang damit, dass nTregs vermehrt Selbstantigene und iTregs präferentiell Fremdanti-
gene, wie Allergene, Umgebungs- und Nahrungsantigene oder Antigene kommensaler 
Bakterien, erkennen. Induzierte Tregs tragen somit zu einer Erweiterung der peripheren 
Toleranz bei (Übersicht in Curotto de Lafaille et al., 2009). 
1.5.3 Generierung induzierter regulatorischer T-Zellen 
Für die Differenzierung der iTregs in vivo wird eine antigen-spezifische TZR Stimulation in 
einer anti-inflammatorischen Umgebung benötigt. Verschiedene DZ Subpopulationen wie 
plasmazytoide DZs oder CD103+ DZs im Darm können die Entstehung von iTregs positiv 
beeinflussen (Coombes et al., 2007; Ochando et al., 2006). Zudem ist die Induktion der 
Foxp3 Expression in vitro und in vivo abhängig von TGFβ (Chen, W. et al., 2003; 
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Coombes et al., 2007). IL-2 ist essentiell für die Differenzierung, Suppressivität, Proliferati-
on und Stabilität der iTregs, obwohl es von iTregs selbst nicht generiert werden kann 
(Chen, Q., Kim, et al., 2011; Zheng et al., 2007). Neben den Zytokinen sind für die Kon-
version die Stimulation des TZR und ein kostimulatorisches Signal notwendig. Hohe Anti-
gendosen sowie eine starke CD28 Ligation in Kombination mit einem starken TZR Signal 
inhibieren dabei die Foxp3 Expression, wohingegen CTLA-4 Ligation diese fördert 
(Semple et al., 2011; Turner et al., 2009; Zheng et al., 2006). 
Letztendlich ist die Foxp3 Induktion in Tkons abhängig von den integrierten TZR- und 
kostimulatorischen Signalen und der Menge an TGFβ und IL-2. Je höher das TZR- und 
das kostimulatorische Signal ist, umso mehr Zytokine werden für die iTreg Induktion benö-
tigt (Gabrysova et al., 2011).  
1.6 Vergleich natürlicher mit induzierten regulatorischen T-Zellen 
Die in den Abschnitten 1.3 bis 1.5 beschriebenen Eigenschaften und Merkmale der nTregs 




in vivo in vitro 
















Markerexpression Foxp3, CD25, CTLA-4 Foxp3, CD25, CTLA-4 
essentielle Faktoren  
für die Generierung 
TZR und CD28 Signal, 
IL-2 evtl. IL-7/15 TZR und kostimulatorisches Signal, TGFβ und IL-2 
TSDR demethyliert demethyliert partiell demethyliert 
Stabilität sehr stabil stabil instabil 
Helios Helios niedrig (durch Aktivierung induzierbar) spezifische Marker 
Nrp-1 Nrp-1 niedrig Nrp-1 intermediär 
supprimierende  




Tabelle 2: Vergleich der Eigenschaften und Merkmale von nTregs und iTregs  
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1.7 Zielsetzung dieser Arbeit 
Der in unserer Arbeitsgruppe generierte superagonistische anti-CD28 Antikörper D665 ist 
ein hoch potenter Treg Aktivator und konnte sowohl präventiv als auch therapeutisch bei 
verschiedenen Krankheitsmodellen der Maus eingesetzt werden. Da es bei der Erprobung 
des humanisierten CD28SA TGN1412 im Menschen zu einem unerwarteten „Cytokine-
Release Syndrom“ kam, der durch die vorangegangenen Experimente mit Nagern nicht 
vorhersehbar war, sollte im ersten Teil dieser Arbeit der Zusammenhang zwischen der 
Aktivierung der Tregs und der systemischen Ausschüttung pro-inflammatorischer Zytokine 
im Mausmodell genauer untersucht werden. Eine weitere Folge der CD28SA Behandlung 
ist die Induktion der IL-10 Produktion in Tregs. Im ruhenden Immunsystem gibt es lediglich 
im Darm größere Mengen an IL-10 produzierenden Tregs, was eine genauere Charakteri-
sierung dieser Zellen schwierig macht. Mit Hilfe der CD28SA Behandlung wurde daher im 
zweiten Teil dieser Arbeit der Ursprung und das Schicksal der IL-10 produzierenden Tregs 
analysiert. Angeknüpft wurde damit an Ergebnisse meiner Diplomarbeit, in der ein Färbe-
protokoll für IL-10 und Foxp3 etabliert wurde und mit Hilfe einer Genexpressionsanalyse 
Gemeinsamkeiten und Unterschiede auf mRNA (messenger ribonucleic acid) Ebene zwi-
schen IL-10 produzierenden und nicht-produzierenden CD4+CD25+ Tregs dargestellt wer-
den konnten. In vitro wurde beobachtet, dass in naiven T-Zellen durch eine suboptimale 
TZR Stimulation in Anwesenheit von Kostimulation Foxp3 Expression induziert werden 
kann. Da der CD28SA auf eine ähnliche Weise wirkt, sollte im letzten Abschnitt dieser Ar-
beit getestet werden, ob auch die superagonistische Stimulation des CD28 Moleküls zu-
sammen mit den tonischen Signalen, die T-Zellen durch das Scannen von MHC-




1.8 Erklärung zur Mitwirkung und vorausgehende Publikationen 
Diese Dissertation wurde in der Arbeitsgruppe von Prof. Thomas Hünig am Institut für  
Virologie und Immunbiologie der Universität Würzburg angefertigt. Die Versuche wurden, 
soweit nicht anders vermerkt, von mir selbst durchgeführt. Die verschiedenen Zellpopulati-
onen wurden am FACS-Sorter von Christian Linden aufgereinigt. K. McPherson (damalige 
Doktorandin der Arbeitsgruppe Hünig) isolierte den Klon 10-7A und führte erste Charakte-
risierungen durch. In der Arbeitsgruppe von M. Herrmann (Institut für Klinische Immunolo-
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die Spezifität des Klons 10-7A auf Phospholipide analysiert. Eliana Ribechini (Postdoc der 
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Tregs (Abschnitt 4.2) baute zum Teil auf Ergebnisse auf, die während meiner Diplomarbeit 
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Daten aus Abschnitt 4.1 in: Gogishvili T*, Langenhorst D*, Lühder F*, Elias F, Elflein K, 
Dennehy KM, Gold R, Hünig T., Rapid regulatory T-cell response prevents cytokine storm 
in CD28 superagonist treated mice. PLoS One. 2009;4(2):e4643. (* gleichwertiger Beitrag) 
Daten aus Abschnitt 4.2 in: Langenhorst D, Gogishvili T, Ribechini E, Kneitz S,  
McPherson K, Lutz MB, Hünig T. Sequential induction of effector function, tissue migration 








Gerät Bezeichnung Firma 
Autoklav  Melag 
Bestrahlungsgerät Faxitron CP160  
Cell Sorter FACS Vantage 
FACS Aria III 
BD Biosciences 
Computer  eMAC 
PC 
Durchflusszytometer FACSCalibur BD Biosciences 
Durchflusszytometer LSR II BD Biosciences 
Eismaschine  Scotsmann 
ELISA Reader Bep®2000 Siemens 
Magnetseparator MagneSphere®  
Technology 
Promega 




Inkubator  Heraeus 
Kottermann 








pH-Meter HI 1280 Hanna Instruments 
Pipetten  Eppendorf 
Pipettierhilfe accu-jet Brand 
Schüttler  IKA-Labortechnik 
Sterilbank  Gelaire 
Vortex Genie 2 Scientistic Industrie 
Waage  Scaltec 
Wasserbad  Lauda 
Zählkammer  Neubauer 
Zentrifuge Centrifuge 5810 R 
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II Durchflusszytometer)  
BD Biosciences 
FCAP Array Software v2.0 CBA Ergebnisanalyse SoftFlow Inc, 
www.fcaparray.com 
FlowJo v9.5.2 FACS-Datenanalyse TreeStar, Inc 
Graphpad Prism v4 für 
Macintosh 






Einmalspritzen 1 ml BD Plastikpak 
2 ml Braun 
Eppendorftubes 1,5 ml Sarstedt 
2,0 ml Greiner Labortechnik 
FACS-Röhrchen Greiner Labortechnik  
BD Biosciences 
Glaspipetten Brand 
LD-Säulen Miltenyi Biotec 
LS-Säulen Miltenyi Biotec 






MS-Säulen Miltenyi Biotec 
Nylonsieb 70 µm BD Falcon 
Pasteurpipetten (Glas)  
Petrischalen Greiner Labortechnik 
Pipettenspitzen (10 µl) Roth 




Schwamm (5x5 mm2) 
Vitaform Ltd 
Zellkulturplatte (24-Napf) Greiner Labortechnik 
Zellkulturplatte (48-Napf) Greiner Labortechnik 
Zentrifugenröhrchen  




Ammoniumchlorid (NH4Cl) Ferak 
Calciumchlorid-Dihydrat (CaCl2) Merk 
Ethanol, vergällt, <99,8% Roth 
Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA) Roth 
HEPES Roth 
Forene (Wirkstoff Isofluran) Abbott 
Isopropanol AppliChem 
Natriumazid (NaN3) Merck 
Natriumchlorid (NaCl) Roth 
Natriumbikarbonat (NaHCO3) Roth 
Natriumhydroxid (NaOH) Roth 
Natriumkarbonat (Na2CO3) Roth 







2.5 Lösungen, Puffer und Nährmedien 
2.5.1 Lösungen 
BSS (Balanced Salt Solution I, II) 
BSS I: 50 g Glucose, 3 g KH2PO4, 11,9 g Na2HPO4, 0,5 g Phenolrot ad 5 l H2Odest 
BSS II: 9,25 g CaCl2, 20 g KCl, 320 g NaCl, 10 g MgCl2, 10 g MgSO4 ad 5 l H2Odest 
   125 ml BSS I mit 125 ml BSS II mischen ad 1 l H2Odest  
BSS/BSA: BSS Lösung mit 0,2% BSA 
Trypanblau: 0,04% Trypanblau mit 0,05% Natriumazid in PBS 
2.5.2 Puffer 
PBS (Phosphat-gepufferte Saline) 
80,0 g NaCl, 11,6 g Na2HPO4, 2,0 g KH2PO4, 2,0 g KCl ad 1 l H2Odest,  
pH auf 7,0 einstellen 
FACS-Puffer 
1 l PBS mit 0,1% BSA, 0,25 g Natriumazid 
TAC-Puffer 
20 mM Tris, 0,83% NH4Cl, pH 7,2  autoklavieren 
Bikarbonat-Puffer 
1,59 g Na2CO3, 2,93 g NaHCO3 ad 1 l H2Odest, pH auf 9,6 einstellen 
2.5.3 ELISA Lösungen 
Coating-Puffer 
0,2 M Natriumphosphat, pH 6,5 
11,8 g Na2HPO4, 16,1 g NaH2PO4 ad 1 l H2Odest, pH auf 6,5 einstellen 
Frisch verwenden oder innerhalb von sieben Tagen, Lagerung bei 2-8 °C 
Assay Diluent 
PBS mit 10% FCS, pH 7,0 
90 ml PBS, 10 ml FCS, pH auf 7,0 einstellen 
Frisch verwenden oder innerhalb von drei Tagen, Lagerung bei 2-8 °C 
Wasch-Puffer 
PBS mit 0,05% Tween20 
1 l PBS, 500 µl Tween20 





Tetramethylbenzidin (TMB) und Hydrogen Peroxid im Verhältnis 1:1 
Immer frisch, kurz vor Gebrauch ansetzen 
Stopplösung 
1 M H3PO4 
2.5.4 Nährmedien 
RPMI 1640 Medium (Gibco) mit 10% fetales Kälberserum (FCS), 2 mM Glutamin,  
10 mM HEPES, 50 µM 2-Mercaptoethanol, 50 µg/ml Streptomycin, 100 U/ml Penicillin 
2.6 Mäuse 
C57BL/6 (Harlan Winkelmann), kongene Thy1.1 C57BL/6, C57BL/6.Foxp3tm1Flv 
(Foxp3.RFP) (Jackson Laboratories), OT-II Rag1-/- (von Manfred Lutz zur Verfügung ge-
stellt) und DEREG Mäuse (von Tim Sparwasser zur Verfügung gestellt (Lahl et al., 2007)) 
wurden am Institut für Virologie und Immunbiologie gezüchtet. Es wurden 7-15 Wochen 
alte Mäuse verwendet. 
2.7 Antikörper 
Antikörper Firma Format 
Ratte anti-Maus CCR6 BD Biosciences Alexa Flour 647 
Ratte anti-Maus CD4 BD Biosciences Alexa Flour 700, APC, 
FITC, PE, PerCP,  
Ratte IgG  eBioscience APC 
Ratte anti-Maus Foxp3 eBioscience APC, eFlour 450, PE 
Ratte anti-Maus IL-10 BD Biosciences APC, FITC, PE 
Ratte IgG2b BD Biosciences APC, FITC, PE 
Maus anti-Ratte 10-7A isoliert von  
Kirsty McPherson 
aufgereinigt 
Hamster anti-Maus CD3e BD Biosciences aufgereinigt 
Kaninchen anti-Maus aktive 
Caspase 3 
Cell Signaling aufgereinigt 
Maus anti-Maus CD28 (D665) Exbio, Serotec aufgereinigt 
Maus anti-Maus CD28 (E18) Exbio aufgereinigt 
Maus anti-Maus TGFβ 1,2,3 (1D11) R&D Systems aufgereinigt 
Maus IgG1 (PPV-06) Exbio aufgereinigt 
Ratte anti-Maus CD16/CD32  
(Fc-Block) 
BD Biosciences aufgereinigt 
Ratte anti-Maus CD3e BD Biosciences aufgereinigt 
Ratte anti-Maus IL-10R (1B1.2) Exbio aufgereinigt 
Ratte anti-Maus IL-2 (S4B6.1) Exbio aufgereinigt 
Maus anti-Ratte IgG Jackson ImmunoResearch  Biotin 
Ratte anti-Maus CCR5 BD Biosciences Biotin 
Ratte anti-Maus CD11b BD Biosciences Biotin 
Ratte anti-Maus CD25 (7D4) BD Biosciences Biotin 
Ratte anti-Maus CD45R/B220 BD Biosciences Biotin 
Ratte anti-Maus CD45RB BD Biosciences Biotin 
Ratte anti-Maus CD49b (Dx5)  
NK pan 
BD Biosciences Biotin 
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Antikörper Firma Format 
Ratte anti-Maus CD8a (Ly-2) BD Biosciences Biotin 
Ratte anti-Maus ICOS BD Biosciences Biotin 
Ratte anti-Maus Ter 119/erythoid 
cells (Ly-76) 
BD Biosciences Biotin 
Ziege anti-Maus IgG Jackson ImmunoResearch Biotin 
Ratte anti-Maus CCR7 eBioscience Biotin, eFlour450 
Hamster anti-Maus CTLA-4 BD Biosciences Biotin, PE 
Hamster anti-Maus Bcl-2 BD Biosciences FITC 
Hamster anti-Maus Helios Biolegend FITC 
Hamster IgG BD Biosciences FITC 
Ratte anti-Maus CD25  BD Biosciences FITC 
Ratte anti-Maus GITR BD Biosciences FITC 
Ratte anti-Maus CD103 BD Biosciences FITC, PE 
Ratte anti-Maus CD25 BD Biosciences FITC, PE 
Ratte anti-Maus CD44 BD Biosciences FITC, PE 
Ratte anti-Maus CD62L Biolegend FITC, PE 
Ratte anti-Maus CD90.2 Biolegend Pacific Blue 
Ratte anti-Maus CD8  BD Biosciences Pacific Blue 
Maus anti-Maus LAP Biolegend PE 
Ratte anti-Maus IgM PharMingen PE 
Ratte anti-Maus IL-10R (1B1.3a) Biolegend PE 
Ratte anti-Maus IL-2 BD Biosciences PE 
Ratte anti-Maus IL-4 BD Biosciences PE 
Ratte anti-Maus PD-1 eBioscience PE 
Ratte anti-Maus TNF BD Biosciences PE 
Ratte anti-Maus CD39 eBioscience PE-Cy7 
Maus anti-Maus CD90.1 BD Biosciences PerCP 
2.8 Magnetische Partikel 
Antikörper Firma 
CD90.2 MicroBeads, Maus Miltenyi Biotec 
Pan Maus IgG Dynabeads Invitrogen 
Schaf anti-Maus IgG Dynabeads Invitrogen 
Streptavidin MicroBeads Miltenyi Biotec 
2.9 Biochemische Reagenzien 
 
Reagenz Firma 
7-AAD BD Biosciences 
Annexin V FITC BD Biosciences 




GolgiStop (Monensin) BD Biosciences 
humanes rekombinantes IL-2 Novartis 
humanes rekombinantes TGFβ eBioscience 
Ionomycin Sigma 
PMA Sigma 
SB431542 (TGFβR Inhibitor) Sigma 
Staphylokokken Enterotoxin B Sigma 
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2.10 Reagenzien Kits 
Maus IL-10 Sekretionsassay  
Cell Enrichment and Detection Kit (PE) (Miltenyi Biotec, Cat. 130-090-490) 
Detection Kit (PE) (Miltenyi Biotec, Cat. 130-090-489) 
Detection Kit (APC) (Miltenyi Biotec, Cat. 130-090-939) 
 
Foxp3 Staining Kit (eBioscience, Cat. 00-5523-00) 
 
IL-10 ELISA (BD OptEIATM Set Mouse IL-10 Cat. 2657KI) 
 
Perm/Wash-Puffer (BD Biosciences, Cat. 554723) 
 
Cytometric Bead Array (CBA)  
Maus IL-2 Flex Set (BD Biosciences, Cat. 558297) 
Maus IL-4 Flex Set  (BD Biosciences, Cat. 558298) 
Maus IL-5 Flex Set  (BD Biosciences, Cat. 558302) 
Maus IL-6 Flex Set  (BD Biosciences, Cat. 558301) 
Maus IL-10 Flex Set  (BD Biosciences, Cat. 558300) 
Maus IL-12p70 Flex Set  (BD Biosciences, Cat. 558303) 
Maus IFNγ Flex Set  (BD Biosciences, Cat. 558296) 
Maus TNF Flex Set  (BD Biosciences, Cat. 558299) 
 
FlexiGene DNA Kit (Qiagen, Cat. 51204) 
 
EZ DNA Methylation Kit (Zymo Research, Cat. D5001) 
3 Methoden 
3.1 Zellbiologische Methoden 
3.1.1 Gewinnung von Milz- und Lymphknotenzellen 
Zur Herstellung einer Zellsuspension wurden Milz und Lymphknoten (inguinale, mesen-
terische, lumbale, axillare, brachiale und cervicale Lymphknoten) aus der Maus präpariert 
und die Organe über ein Nylonsieb (70 µm) zerrieben. Für die Erythrozytenlyse wurden 
die mit BSS/BSA gewaschenen Milzzellen 10 min mit TAC-Puffer bei Raumtemperatur 
inkubiert und anschließend 2-mal mit BSS/BSA gewaschen (5 min bei 4 °C, 1500 rpm). 
Anschließend wurden die Lymphknoten- und Milzzellen mit Hilfe einer Neubauer-
Zählkammer gezählt. 
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3.1.2 Bestimmung der Zellzahl 
Mit Hilfe von Trypanblau-Färbung wurde die Anzahl lebender Zellen in einer Zellsuspensi-
on bestimmt. Dazu wurde ein Aliquot der Suspension 1:10 bzw. bei geringer Zellzahl 1:2 
mit Trypanblau verdünnt. Ca. 10 µl der gut gemischten Verdünnung wurden zwischen 
Deckglas und Neubauer-Zählkammer gegeben, anschließend hellleuchtende Zellen im 
Mikroskop als lebende Zellen gezählt. Tote Zellen, die sich durch das Trypanblau bläulich 
verfärben, wurden nicht mitgezählt. 
3.1.3 Zellaufreinigung 
3.1.3.1 Negative Selektion von CD4+ bzw. CD4+CD25- T-Zellen 
Lymphknoten- bzw. Milzzellsuspension wurde in BSS/BSA aufgenommen (1·108  
Zellen/ml). Pro 1·108 Zellen wurden je 1 µl Biotin Ratte anti-Maus Ter 119/erythoid cells 
(markiert Erythrozyten), Biotin Ratte anti-Maus CD8a (markiert cytotoxische T-Zellen),  
Biotin Ratte anti-Maus CD49b NK pan (markiert NK-Zellen), Biotin Ratte anti-Maus 
CD45R/B220 (markiert B-Zellen), Biotin Ratte anti-Maus CD11b (markiert Monozyten, 
Makrophagen und dendritische Zellen), Biotin Maus anti-Ratte IgG und Biotin Ziege anti-
Maus IgG (letzteres nicht bei CD28SA behandelten Mäusen) für 15 min 4 °C inkubiert. Bei 
der Aufreinigung CD4+CD25- Zellen wurden zusätzlich 5 µl Biotin Ratte anti-Maus CD25 
(markiert regulatorische und aktivierte T-Zellen) zugegeben. Die ungebundenen Antikörper 
wurden durch Waschen (4 °C, 5 min, 1500 rpm) mit BSS/BSA entfernt. Die Zellen wurden 
in BSS/BSA resuspendiert (1·108/Zellen/ml), pro 1·108 Zellen 50 µl Streptavidin Micro-
Beads zugegeben und für 20 min unter mehrmaligem, sanftem Schütteln bei 4 °C inku-
biert. Anschließend wurden die Zellen ein zweites Mal gewaschen und auf die vorher vor-
bereitete LS-Säule bzw. LD-Säule bei CD4+CD25- Aufreinigung gegeben. Die erhaltenen 
unmarkierten Zellen waren mit einer Reinheit von über 95% CD4+ bzw. über 98% 
CD4+CD25-.  
3.1.3.2 Positive Selektion von CD4+CD25+ Zellen 
Der Isolation von CD4+ Zellen wurde die Isolation der CD25+ Zellen angeschlossen. Zu 
den CD4+ Zellen wurde pro 1·108 Zellen/ml 15 µl Biotin Ratte anti-Maus CD25 zugegeben. 
Dabei wurde der Klon 7D4 verwendet, der die Funktion des IL-2-Rezeptors nicht beein-
trächtigt. Nach 15-minütiger Inkubation im Kühlschrank wurden die ungebundenen Anti-
körper weggewaschen (4 °C, 5 min, 1500 rpm) und anschließend pro 1·108 Zellen/ml 50 µl 
Streptavidin MicroBeads zugegeben. Die Partikel wurden für 20 min bei 4 °C inkubiert und 
die Zellen nach einem weiteren Waschschritt über eine LS- oder MS-Säule getrennt. Die 
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CD25+ Zellen wurden dabei in der Säule durch die magnetische Bindung festgehalten und 
erst nach dem Waschen der Säule mit Hilfe eines Stempels außerhalb des Magnetfeldes 
herausgelöst. Die Reinheit der CD4+CD25+ Zellen betrug mindestens 70%. 
3.1.3.3 Anreicherung durch fluoreszenzaktivierte Zellsortierung (FACS-Sort) 
Eine weitere Möglichkeit zur Anreicherung von Zellen mit bestimmten Oberflächenmarkern 
ist das Sortieren der Zellen mittels FACS-Sorter. Die Zellsuspension wird dabei so durch 
eine Düse gepresst, dass die extrazellulär gefärbten bzw. durch ein Transgen fluoreszie-
renden Zellen einzeln nacheinander an einem Laser vorbeigeführt werden. Der Laser 
misst wie bei einem FACS-Gerät die Fluoreszenz und die Lichtstreuung. Anhand dieser 
Werte werden die gewünschten Zellen ermittelt und im Dotplot auf dem Bildschirm mar-
kiert. Im Anschluss an den Laser ist im FACS-Sorter eine Sortierelektronik angeschlossen. 
Aus dem Flüssigkeitsstrahl bilden sich hier kleine Tröpfchen, die von der Sortierelektronik 
je nach Markierung der Zelle positiv oder negativ aufgeladen werden. Je nach Ladung der 
Tröpfchen werden sie dann nach rechts oder links abgelenkt und somit die darin enthalte-
nen Zellen getrennt. So konnten Zellen in IL-10+/IL-10- (mittels Phycoerythrin (PE) Markie-
rung), IL-10+Foxp3+ /IL-10-Foxp3+ (mittels PE und transgenem GFP (grün fluoreszierendes 
Protein), Foxp3+ /Foxp3- (mittels transgenem GFP bzw. RFP (rot fluoreszierendes Protein) 
aufgetrennt werden. Die Reinheit betrug zwischen 90% und 99%. 
3.1.4 Kultivierung von T-Zellen 
Die Zellen wurden in RPMI-Medium mit 10% FCS und SC kultiviert und auf unterschiedli-
che Weise stimuliert: anti-CD3 immobilisiert (1 bzw. 2 µg/ml), IL-2 (200 U/ml) und/oder 
anti-CD28 (5 µg/ml). Verwendet wurden aufgereinigte CD4+, CD4+CD25+ bzw.  
IL-10+Foxp3+/IL-10-Foxp3+ Milz- und Lymphknotenzellen, die für 30 min bis drei Tage in 
einer 24, 48 oder 96 Napf-Platte kultiviert wurden. Die Zellkonzentration lag dabei zwi-
schen 2,5·105 und 1·106 Zellen/ml. 
3.1.5 In vitro Generierung induzierter regulatorischer T-Zellen 
Aufgereinigte CD4+CD25- bzw. CD4+Foxp3- T-Zellen wurden mit immobilisierten anti-CD3 
(0,2 - 5 µg/ml) und anti-CD28 (2,5 - 160 µg/ml) bzw. immobilisierten CD28SA  
(5 - 20 µg/ml, Exbio) oder mit an Dynabeads gebundenen anti-CD3/anti-CD28 (Verhältnis 
1:10 bzw. 1:3) bzw. CD28SA (100 µg/ml, Serotec) in An- und Abwesenheit von IL-2  
(100 U/ml) und TGFβ (5 ng/ml) stimuliert. Bei Kultivierung über längere Zeiträume wurden 
die Zellen alle 3-4 Tage gesplittet und das fehlende Volumen mit warmen Medium und  
IL-2 (200 U/ml) aufgefüllt. Um die Abhängigkeit der Konversion von IL-2 und TGFβ zu 
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bestimmen, wurden die Zellen in Anwesenheit von Inhibitoren und blockierenden Antikör-
pern kultiviert: SB431542 (ALK5 (TGFβ Typ I Rezeptor) Inhibitor, blockiert TGFβ Signal-
weg, 40 nmol/ml), S4B6 (anti-IL-2 Antikörper, blockiert IL-2 Bindung an IL-2 Rezeptor,  
10 µg/ml), anti-TGFβ (anti-TGFβ Antikörper, blockiert TGFβ Bindung an TGFβ Rezeptor, 
0,2 µg/ml). 
3.1.5.1 mittels immobilisierten Antikörpern 
Für die Immobilisierung von anti-CD3 und anti-CD28 wurden die Antikörper in Bikarbonat-
Puffer über Nacht bei 4 °C inkubiert (50 µl/Napf einer 96 Napf Flachbodenplatte). Am 
nächsten Tag wurde die Lösung abgesaugt und dreimal mit BSS/BSA gewaschen. Für die 
Immobilisierung des CD28SA wurde die Platte mit Ziege anti-Maus Antikörpern (50 µg/ml) 
in Bikarbonat-Puffer bei 4 °C über Nacht inkubiert. Ungebundener Antikörper wurde durch 
dreimaliges Waschen mit BSS/BSA abgewaschen. Um eine optimale Bindung des Super-
agonisten an den anti-Maus Antikörper zu ermöglichen, wurde er mindestens 30 min vor 
den Zellen in die Näpfe gegeben. Die CD4+CD25- Zellen (5·105/ml) wurden anschließend 
für vier Tage bei 37 °C kultiviert. 
3.1.5.2 mittels Antikörper-beschichteten Dynabeads 
Pan Maus IgG bzw. Schaf anti-Maus IgG Dynabeads wurden in einem 2 ml Eppendorfge-
fäß im 10-fachen Volumen der Stocklösung in PBS aufgenommen. Nach einer Minute im 
Magnetfeld wurde das überschüssige PBS abpipettiert und dreimal durch frisches PBS 
ersetzt. Die nun gewaschenen Dynabeads wurden mit CD28SA (100 µg/ml) bzw. mit Ratte 
anti-Maus CD3 und Maus anti-Maus CD28 Antikörpern im Verhältnis 1:10 für mindestens 
eine Stunde bei 37 °C auf dem Rotator inkubiert. Anschließend wurden die Dynabeads 
wieder dreimal im 10-fachen Volumen der Stocklösung mit PBS gewaschen und zuletzt in 
RPMI Medium resuspendiert. Es wurden 2·106 CD4+CD25- bzw. CD4+Foxp3- Zellen mit 
5·106 Dynabeads/ml zwischen einem und zehn Tagen in einer Flachbodenplatte bei 37 °C 
kultiviert. Zur Weiterverwendung bzw. für die FACS-Analyse wurden die Dynabeads mit 
Hilfe des Magneten von den Zellen durch mehrmaliges Waschen mit warmen RPMI  
Medium oder BSS/BSA getrennt.  
3.1.6 In vitro Suppressionsassay 
Aufgereinigte CD4+CD25- Effektor-T-Zellen (5·104) von kongenen Thy1.1 Mäusen wurden 
mit CFSE (10 µM) für 5 min bei Raumtemperatur markiert und für drei Tage in einer  
96 Napf U-Bodenplatte zusammen mit verschiedenen Verdünnungen isolierter Tregs in 
Anwesenheit von löslichem anti-CD3 (1 µg/ml) und bestrahlten, aufgereinigten Thy1.2- 
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Milz APZs (20 Gy, 2·105) kultiviert. Die Proliferation der Effektorzellen wurde anhand der 
Verdünnung des CFSE bestimmt. Die durchschnittliche Anzahl der Zellteilungen (acd) 
wurde nach der Formel Σ(% der Zellen in Generation (n) · n)/100, (n = Nummer der Gene-
ration) berechnet. Zur Bestimmung der Abhängigkeit der Suppression von IL-10 wurde 
zusätzlich blockierender anti-IL-10 Rezeptor Antikörper (10 µg/ml) zugegeben. 
3.2 Molekularbiologische Methoden 
3.2.1 DNA Aufreinigung 
Die Aufreinigung von 1·106 und 2·106 isolierten CD4+Foxp3+ bzw. CD4+Foxp3- Zellen wur-
de mit Hilfe des FlexiGene DNA Kits entsprechend der Anleitung des Herstellers durchge-
führt. Abschließend wurde die DNA je nach Pelletgröße in 20-50 µl H2Odest gelöst. 
3.2.2 Nachweis von DNA Methylierung 
Der Nachweis methylierter DNA in Treg spezifischen Demethylierungsregionen (TSDR) im 
Foxp3 Lokus wurde am Pathologischen Institut von Dr. Stefan Klein-Heßling durchgeführt. 
Für die Bestimmung des Methylierungsstatus macht man sich zu Nutze, dass methyliertes 
Cytosin stabil ist gegenüber einer Bisulfit-Behandlung, während unmethyliertes Cytosin in 
Urazil umgewandelt wird. Durch anschließende Sequenzierung des Amp2 Bereiches 
(Floess et al., 2007) der TSDR wurde der Methylierungszustand von 12 CpGs bestimmt.  
3.3 Tierexperimentelle Methoden 
3.3.1 In vivo Expansion mit CD28SA D665 
Maus anti-Maus superagonistischer monoklonaler CD28 Antikörper (D665) wurde von  
Exbio oder Serotec im Bioreaktor mit einer geringen Endotoxin Konzentration produziert. 
CD28SA (200 µg/Maus) oder PBS als Kontrolle wurden intraperitoneal injiziert. 
3.3.2 Depletion regulatorischer T-Zellen in vivo 
DEREG (depletion of regulatory T-cells) Mäuse, die neben GFP auch einen Diphterietoxin 
(DT) Rezeptor unter der Kontrolle des Foxp3 Promotors exprimieren, wurde an fünf Tagen 
jeweils intraperitoneal DT (1 µg) injiziert, bevor sie abschließend mit CD28SA behandelt 
wurden. Kontrollgruppen erhielten PBS anstelle von DT und/oder CD28SA. Die Effektivität 
der Foxp3 Depletion wurde mit Hilfe der GFP Expression in Blutproben am FACS über-
prüft.  
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3.3.3 Induktion einer systemischen Zytokinausschüttung mit Corticosteroid Be-
handlung 
C57BL/6 Mäuse wurden drei Stunden vor der CD28SA Stimulation (200 µg) mit Dexa-
methason (Dex, 5 µg/g Maus) intraperitoneal vorbehandelt. Die einmalige intravenöse In-
jektion von bakteriellem Superantigen SEB (Staphylokokken Enterotoxin B, 50 µg) wurde 
anschließend zeitgleich mit dem Superagonisten verabreicht. Mittels CBA wurde eine 
Stunde nach der letzten Injektion die Zytokinkonzentration im Blutserum analysiert.  
3.3.4 Implantation eines Polyester-Polyurethan Schwämmchens 
Polyester-Polyurethan Schwämmchen (5x5 mm2) getränkt mit hitzeinaktivierten Listeria 
monocytogenes wurden C57BL/6 Mäusen unter Isofluran Narkose subkutan implantiert 
(Thiede et al., 1988). Nach vier Tagen wurden die Mäuse mit CD28SA (200 µg) oder PBS 
intraperitoneal behandelt. An Tag 7 wurden die Schwämmchen wieder entnommen und 
nach mehrmaligem Waschen mit BSS/BSA die eingewanderten Zellen Foxp3 und IL-10 
via IL-10 Sekretionsassay gefärbt. Zum Vergleich wurden die Lymphknotenzellen dieser 
Mäuse analysiert.  
3.3.5 Adoptiver Zelltransfer 
Aufgereinigte CD4+, CD4+Foxp3- bzw. IL-10-CD4+ T-Zellen aus unbehandelten bzw. 
CD28SA stimulierten Thy1.1, DEREG oder CD28-defizienten Mäusen wurden, mit Aus-
nahme der CD4+Foxp3- Zellen aus DEREG Mäusen, für fünf Minuten bei Raumtemperatur 
mit CFSE (10 µM) markiert. 7·106 (CD4+Foxp3-) bzw. 1·107 Zellen wurden in PBS ein Tag 
vor der CD28SA Stimulation intravenös in C57BL/6, Thy1.1, CD28-defiziente oder IL-2-
defiziente Mäuse transferiert. Drei Tage nach der Stimulation wurden die Lymphknotenzel-
len analysiert. Anhand der CFSE Verdünnung der transferierten Zellen wurde die durch-
schnittliche Anzahl der Zellteilungen (acd) bestimmt (Berechnung s. Abschnitt 3.1.6).  
3.4 Immunologische Methoden 
3.4.1 FACS-Analyse (Durchflusszytometrie) 
3.4.1.1 Extrazelluläre Färbung 
Bei einer extrazellulären Färbung werden Oberflächenmoleküle einer Zelle markiert.  
Dazu wurde eine Zellsuspension (1·106 Zellen) mit FACS-Puffer gewaschen (4 °C, 5 min, 
1500 rpm) und alle freien unspezifischen Bindungsstellen durch die 10-minütige Inkubati-
on (4 °C im Dunkeln) mit Fc-Block gebunden. Anschließend erfolgte eine 15-30 minütige 
Inkubation (4 °C im Dunkeln) des jeweiligen Antikörpers (z.B. anti-CD4 Fluoresceinisothio-
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cyanat (FITC)). Darauf wurden die Zellen zweimal mit FACS-Puffer gewaschen (4 °C,  
5 min, 1500 rpm) und falls notwendig ein sekundärer Antikörper (z.B. Streptavidin PerCP) 
für 20-30 min zugegeben. Nach erneutem Waschen wurden die Zellen entweder für eine 
anschließende intrazelluläre Färbung fixiert oder direkt analysiert. 
3.4.1.2 Intrazelluläre Färbung 
Bei einer intrazellulären Färbung werden Proteine, die sich im Zellplasma oder im Zellkern 
befinden, gefärbt. Der Antikörper muss hierfür in die Zelle eindringen können.  
Für die Färbung von Zytokinen wie z.B. IL-10 müssen die Zellen mit Phorbol 12-Myristat 
13-Acetat (PMA) und Ionomycin zur Produktion des Zytokins angeregt werden. PMA wirkt 
antigenunabhängig, intrazellulär stimulierend auf den Aktivierungsstatus der T-Zellen.  
Ionomycin bewirkt als Ionophor, dass PMA in die Zelle eingeschleust werden kann. Zu-
sätzlich wird Monensin zugegeben, das einen Stopp in der Zytokinsekretion bewirkt, so 
dass es zu einer Anreicherung in der Zelle kommt. Für die gemeinsame Färbung von IL-10 
und Foxp3 wurden die Zellen (1·106 Zellen/ml) für vier Stunden mit PMA/Ionomycin/ Mo-
nensin in RPMI-Medium restimuliert. Nach der extrazellulären Färbung wurden die Zellen 
für mindestens 30 min mit Fixation/Permeabilization-Puffer (eBiosc) bei 4 °C im Dunkeln 
fixiert. Anschließend wurden die Zellen mit FACS-Puffer gewaschen  
(4 °C, 5 min, 1500 rpm) und für 15 min im Perm/Wash-Puffer (BD) (4 °C im Dunkeln) inku-
biert. Die Zellen waren nun durchlässig für den IL-10-Antikörper, der 20 min bei 4 °C im 
Dunkeln inkubiert wurde. Für die folgende Foxp3 Färbung wurden die Zellen einmal mit 
FACS-Puffer und einmal mit Permeabilisation-Puffer (eBiosc) gewaschen (4 °C, 5 min, 
1500 rpm). Auch der Foxp3-Antikörper wurde 20 min bei 4 °C im Dunkeln inkubiert. Nach 
nochmaligem Waschen mit FACS-Puffer konnten die Zellen im FACS-Gerät analysiert 
werden. Für die Färbung anderer intrazellulärer Proteine (z.B. Helios, CTLA-4) wurde nach 
der Fixierung gleich die Permeabilisierung mit Permeabilisation-Puffer (eBiosc) ange-
schlossen. 
3.4.1.3 Annexin V- und 7AAD-Färbung  
Annexin V ist ein Marker für apoptotische Zellen und bindet Phosphatidylserin, das im frü-
hen Apoptosestadium auf die Außenseite der Membran gelangt. Bei intakten Zellen befin-
det sich Phosphatidylserin auf der cytoplasmatischen Innenseite der Membran, so dass 
Annexin V lebende Zellen nicht binden kann. 7AAD (7 Aminoactinomycin D) interkaliert mit 
DNA, die aber nur in toten Zellen mit aufgebrochener Membran für 7AAD zugänglich ist. 
7AAD ist ein später apoptotischer Marker. 
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Für die Färbung wurden die Zellen (1·106 Zellen) im FACS-Puffer aufgenommen und ge-
waschen (4 °C, 5 min, 1500 rpm). Anschließend wurden die Zellen mit Annexin V und 
7AAD 15 min lang inkubiert, mit FACS-Puffer verdünnt und innerhalb von 30 min am 
FACS-Gerät analysiert. 
3.4.2 ELISA 
Für den IL-10 ELISA wurden Mikrotiterplatten mit anti-Maus IL-10 „Capture“ Antikörper in 
„Coating“-Puffer bei 4 °C über Nacht immobilisiert. Nach mehrmaligem Waschen mit 
Wasch-Puffer wurden die unspezifischen Bindungsstellen für eine Stunde bei Raumtem-
peratur mit „Assay Diluent“ geblockt. Der Standard wurde in einer Verdünnungsreihe auf-
getragen und die Proben im Verhältnis 1:1 mit „Assay Diluent“ gemischt. Nach zwei Stun-
den Inkubationszeit bei Raumtemperatur auf dem Schüttler wurde die Platte 5-mal gewa-
schen. Das IL-10 wurde vom biotinylierten anti-Maus IL-10 Detektions-Antikörper gebun-
den, an den wiederum das Streptavidin der Meerrettich-Peroxidase band. Die überschüs-
sigen Reagenzien wurden nach einer Stunde abgewaschen. Das Enzym reagierte nun mit 
dem zugegebenen Substrat in einer Farbreaktion. Nach 15-20 min wurde die Reaktion 
durch die Zugabe von H3PO4 abgestoppt. Der Menge an gebundenem IL-10 entsprechend 
wurde das Substrat in eine farbige Substanz umgesetzt. Daher konnte man anhand der 
Farbintensität, die durch photometrische Messung mit dem ELISA-Reader bestimmt wur-
de, auf die Menge an IL-10 in der Probe rückschließen. Mit Hilfe der Standardgeraden 
konnte die IL-10 Konzentration in pg/ml berechnet werden. 
3.4.3 Cytometric Bead Array 
Cytometric Bead Array (CBA) ist eine durchflusszytometrische Methode, die eine gleich-
zeitige sehr sensitive Quantifizierung (10 pg/ml) von mehreren Proteinen erlaubt. Antikör-
per beschichtete Partikel binden dabei spezifisch an das zu analysierende Protein. Da je-
de Partikel-Sorte des Arrays eine spezifische Fluoreszenz besitzt, können die Partikel ge-
mischt und gleichzeitig analysiert werden.  
Für die Quantifizierung von Zytokinen im Blutserum oder im Kulturüberstand wurden Maus 
„Capture Beads“, Standard bzw. PE Detektionsreagenz für IL-2, IL-4, IL-5, IL-6, IL-10,  
IL-12p70, IFNγ und TNF jeweils miteinander gemischt. Von der Standardlösung mit be-
kannter Konzentration der Zytokine wurde eine Verdünnungsreihe hergestellt. Die Blut-
proben (Verdünnung 1:4) bzw. der Kulturüberstand (Verdünnung 1:10) und die Standard-
verdünnungsreihe wurden anschließend für eine Stunde bei Raumtemperatur mit der  
„Capture Bead“ Mischung inkubiert. Nach einem Waschschritt mit FACS-Puffer wurde das 
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PE Detektionsreagenz-Gemisch für eine weitere Stunde bei Raumtemperatur zugegeben. 
Die Analyse am LSR II erfolgte nach einem abschließenden Waschschritt.  
3.4.4 IL-10 Sekretionsassay 
Mit Hilfe des Maus IL-10 Sekretionsassay lassen sich IL-10 produzierende Zellen nicht nur 
färben, sondern auch über den FACS-Sorter isolieren.  
Die unisolierten, CD4+ oder CD4+CD25+ Lymphknoten- oder Milzzellen wurden durch 
CD28SA Stimulation in vivo bzw. zusätzlich über Nacht in einer 24 Napf-Platte (Stimulati-
on s. Abschnitt 3.1.4) zur IL-10 Produktion angeregt. Die Zellsuspension wurde mit „IL-10 
Catch Reagent“, einem Hybridantikörper spezifisch für das von allen Leukozyten expri-
mierte CD45 und für IL-10, für 45 min bei 37 °C inkubiert. In dieser Zeit sezerniertes IL-10 
konnte so von den Antikörpern auf der IL-10 produzierenden Zelle gebunden werden. Die 
überschüssigen Antikörper und das ungebundene IL-10 wurden in einem Waschschritt 
entfernt und anschließend der IL-10 Detektions-Antikörper zugegeben. Dieser mit PE ge-
koppelte Antikörper band an das IL-10 der IL-10 produzierenden Zellen. Durch die Markie-
rung der positiven Zellen mit PE konnten diese im FACS-Sorter von den ungefärbten Zel-
len getrennt werden. Die Reinheit der positiven Zellen betrug über 92% und die der nega-




4.1 Einfluss regulatorischer T-Zellen auf die Zytokinausschüttung in CD28SA  
behandelten Mäusen 
CD28SA wurde als Therapie bei unterschiedlichen inflammatorischen Erkrankungen und 
Autoimmunerkrankungen im Nagermodell erfolgreich eingesetzt. Die Injektion des Antikör-
pers bewirkte dabei unter anderem eine gut verträgliche polyklonale Expansion der Tregs 
(Kitazawa et al., 2008; Lin, C. H. et al., 2003). Ganz im Gegensatz dazu kam es bei der 
Erprobung des vollständig humanisierten superagonistischen CD28 mAk TGN1412 wäh-
rend der ersten Phase der klinischen Studie zu einer lebensbedrohlichen Zytokinausschüt-
tung bei den freiwilligen Testpersonen (Suntharalingam et al., 2006). Diese Komplikation 
wurde weder durch die vorangegangenen Experimente an Nagern noch durch die vorklini-
schen Studien an humanen mononuklearen Zellen des Blutes vorhergesehen (Duff, 2006). 
Um die mögliche Ursache für die fehlende Zytokinausschüttung im Nagersystem zu ermit-
teln, sollte der Mechanismus, durch den der Maus anti-Maus CD28SA D665 murine Tregs 
expandiert, näher untersucht werden.  
4.1.1 Wirkung von CD28SA auf regulatorische T-Zellen 
C57BL/6 Mäuse wurden einmal intraperitoneal (i.p.) mit Maus anti-Maus CD28SA (D665) 
behandelt. Ähnlich wie bei CD28SA behandelten Ratten (Lin, C. H. et al., 2003) konnte 
auch in Mäusen drei bis vier Tage nach der CD28SA Injektion eine starke Splenomegalie 
(Vergrößerung der Milz) und Lymphadenopathie (Vergrößerung der Lymphknoten) beo-
bachtet werden (Abb. 6). Den größten Anteil an der Zellexpansion hatten dabei die CD4+ 
T-Zellen (5-fach im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle), innerhalb derer insbesondere 
die CD4+Foxp3+ Tregs dramatisch zunahmen (15-fach im Vergleich zur unbehandelten 
Kontrolle) (Abb. 7). Der Anteil an Tregs in CD4+ T-Zellen stieg von 5% bis 10% in unbe-
handelten Mäusen nach CD28SA Behandlung auf bis zu 40% der CD4+ T-Zellen an  
(Abb. 7A). Die kinetische Analyse zeigte eine transiente Expansion der Tregs und CD4+ 
T-Zellen, die drei bis vier Tage nach CD28SA Behandlung ihr Maximum erreichte. Nach 
acht Tagen näherten sich die Zellzahlen wieder den Ausgangswerten, wobei der Anteil an 























Sowohl die Gesamtzahl der Lymphozyten, die Anzahl an CD4+ und an CD4+Foxp3+  
T-Zellen als auch der Anteil an Foxp3+ in CD4+ T-Zellen stieg in Abhängigkeit von der 
CD28SA Dosis in den Lymphknoten und der Milz an (Abb. 8). Die optimale Dosis von  
200 µg/Maus wurde bei allen weiteren in vivo Experimenten verwendet. Soweit nicht an-
ders angegeben, wurden die Zellen drei Tage nach CD28SA Behandlung analysiert.  
Es stellte sich die Frage, ob der dramatische Anstieg an Foxp3+ T-Zellen eine Folge von 
Zellteilung bereits vorhandener Tregs und/oder wie in Abschnitt 1.5 beschrieben einer In-
duktion der Foxp3 Expression in konventionellen T-Zellen war. Dies sollte durch adoptive 







Abb. 6: Zellexpansion in Lymphknoten und Milz nach in vivo CD28SA Behandlung 
Lymphknoten und Milz von C57BL/6 Mäusen wurden 0-4 Tage nach CD28SA Behand-
lung entnommen und deren Größe miteinander verglichen.  
Abb. 7: T-Zellantwort auf in vivo CD28SA Behandlung 
(A) CD4 und Foxp3 Färbung in unstimulierten Mäusen und Mäusen 3 Tage nach 
CD28SA Behandlung in vivo. (B) Kinetik der Zellzahlen nach CD28SA Gabe. Die Daten 






















Zuerst wurden CD4+ T-Zellen aus C57BL/6 Mäusen mit CFSE markiert und kongenen 
Thy1.1 Mäusen i.v. (intravenös) injiziert. Diese Mäuse wurden nach 24 Stunden mit 
CD28SA stimuliert. Nach weiteren drei Tagen konnte anhand der CFSE Markierung die 
Anzahl an Zellteilungen der transferierten T-Zellen in Abhängigkeit der Foxp3 Expression 
analysiert werden. Im Einklang mit den Kinetikdaten, bei denen ein deutlich stärkerer Zell-
zahlanstieg in den CD4+Foxp3+ als in den CD4+ T-Zellen beobachtet wurde (Abb. 7B), 
zeigte sich eine präferenzielle Teilung der Foxp3+ Tregs gegenüber der Foxp3- Tkons 
(Abb. 9).  
Um die Möglichkeit der CD28SA vermittelten Foxp3 Induktion in Tkons zu überprüfen, 
wurden aufgereinigte Thy1.2+CD4+Foxp3- T-Zellen aus DEREG Mäusen in kongene 
Thy1.1 Mäuse transferiert und diese nach 24 Stunden mit CD28SA behandelt. An Tag 4 
wurden die transferierten Zellen auf Foxp3 Expression untersucht. Zu beachten ist, dass 
die CD4+Foxp3- T-Zellen nach der Aufreinigung noch einen geringen Anteil an Foxp3+ Zel-
len (<1%) enthielt. (Abb. 10, links). Der Anteil an Foxp3+ in den CD4+ T-Zellen stieg nach 
der Stimulation mit CD28SA auf 1,38% an. Im Vergleich dazu enthielten die endogenen 
Zellen jedoch über 33% Foxp3+ Zellen in den CD4+ T-Zellen (Abb. 10, rechts). Der beo-
Abb. 8: Titration der CD28SA Konzentration in vivo 
Zellzahl der Lymphozyten, CD4+ und CD4+Foxp3+ T-Zellen und Anteil der Foxp3+ in den 
CD4+ T-Zellen in (A) Lymphknoten und (B) Milz in Abhängigkeit der CD28SA Konzentra-




bachtete Anstieg an Foxp3+ Zellen von unter 1% auf 1,38% innerhalb der transferierten 
Zellen könnte durch eine geringe de novo Induktion der Foxp3 Expression in Tkons ent-
standen sein. Aufgrund des hohen Expansionsfaktors der endogenen Foxp3+ T-Zellen ist 
jedoch die Proliferation der vorhandenen Tregs in der aufgereinigten Ausgangszellpopula-
tion wahrscheinlicher. 
Der Grund für die Zunahme an Tregs nach CD28SA Stimulation ist somit die Proliferation 





























Abb. 9: Zellteilung der Tkons und Tregs nach CD28 Stimulation in vivo 
1·107 aufgereinigte CFSE-markierte CD4+ T-Zellen wurden einen Tag vor CD28SA Be-
handlung i.v. in kongene Thy1.1 Mäuse transferiert. Die durchschnittliche Anzahl der 
Zellteilungen (acd) der Foxp3+ und Foxp3- Zellen wurde mittels CFSE Verdünnung an 
Tag 4 bestimmt.  
Abb. 10: Präferentielle Expansion bereits existierender Tregs nach CD28SA Stimu-
lation 
1·107 aufgereinigte CD4+Foxp3- T-Zellen aus DEREG Mäusen wurden einen Tag vor 
CD28SA Behandlung i.v. in kongene Thy1.1 Mäuse transferiert. Der Anteil an Foxp3+ 
T-Zellen wurde an Tag 4 bestimmt. Die Zahlen zeigen Mittelwerte ± SD von 3 Mäusen.  
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4.1.2 IL-2 Abhängigkeit der CD28SA vermittelten CD4+ T-Zellproliferation 
Für die Aktivierung von T-Zellen wird neben der Interaktion zwischen T-Zellrezeptor und 
Antigen-präsentierendem MHC-Molekül auch ein kostimulatorisches Signal, das z.B. über 
die Interaktion von CD28 mit CD80/86 entsteht, benötigt (Hara et al., 1985). Die Aktivie-
rung des TZR führt zur Sekretion von IL-2 und zur Expression des IL-2 Rezeptors. IL-2 
stimuliert das Wachstum, die Differenzierung und das Überleben aktivierter T-Zellen. Es ist 
jedoch auch für Tregs essentiell, da diese selbst kein IL-2 produzieren können und dieses 
sowohl für den Erhalt der Homöostase als auch für die Aktivierung und Proliferation benö-
tigen (Barthlott et al., 2005; de la Rosa et al., 2004). Die Abhängigkeit der CD28SA indu-
zierten Proliferation von CD28 bzw. IL-2 vermittelten Signalen wurde mit Hilfe von trans-
genen Mäusen und adoptiven Zelltransfers analysiert.  
Zur Klärung der Abhängigkeit der CD4+ T-Zellproliferation vom CD28 Signal wurden CFSE 
markierte CD4+ T-Zellen von wildtypischen oder CD28 defizienten Mäusen, die jeweils ca. 
10% bzw. 2% Tregs enthielten, in wildtypische Mäuse transferiert, die einen Tag später mit 
CD28SA stimuliert wurden. Die durchschnittliche Anzahl der Zellteilungen (acd) der  
Tkons und Tregs wurde an Tag 4 analysiert (Abb. 11A). Wildtypische transferierte Tkons 
und Tregs teilten sich im Gegensatz zu den CD28 defizienten Donorzellen. Beim Transfer 
CFSE markierter Wildtyp-Zellen in CD28 defiziente Mäuse teilten sich die Zellpopulationen 
ebenfalls, allerdings in einem geringeren Maße verglichen mit dem Transfer in Wildtyp-
mäuse. Daraus lässt sich schließen, dass das CD28 Signal für die Tkons und Tregs selbst 
„in cis“ wichtig ist. Allerdings scheint auch ein weiteres von „Bystander“ Zellen abhängiges 
Signal für beide Populationen notwendig zu sein.  
Ein wichtiges Signal, das sowohl Tkons als auch Tregs für die Aktivierung und Proliferation 
benötigen, ist IL-2. Ob dieses Signal auch für die CD28SA induzierte Proliferation eine 
Rolle spielt, wurde durch den Transfer wildtypischer CFSE markierter CD4+ T-Zellen in 
wildtypische und IL-2 defiziente Mäuse überprüft (Abb. 11B). Ähnlich wie bei fehlendem 
CD28 Signal konnten sich die transferierten Zellen im IL-2 defizienten Empfängertier nur in 
geringem Maße teilen. Das von den wildtypischen Spenderzellen produzierte IL-2 reichte 
nicht aus, um eine ähnlich starke Proliferation wie bei einem Transfer in wildtypische Mäu-
se zu generieren. Dies zeigte, dass die CD28SA vermittelte Proliferation sowohl von 









Zusammen ergeben diese Daten, dass für die CD28SA induzierte Expansion das CD28 
Signal auf zweifache Weise benötigt wird. Zum einen müssen Tregs und Tkons selbst 
durch das Signal aktiviert werden, zum anderen induziert das CD28 Signal die Produktion 
des für die Proliferation benötigten IL-2 in „Bystander“ Tkons.  
4.1.3 Einfluss regulatorischer T-Zellen auf die systemische Zytokinausschüttung in 
CD28SA behandelten Mäusen 
Die intravenöse Gabe von TGN1412 führte bei gesunden Testpersonen zu einer plötzli-
chen und schnellen Ausschüttung pro-inflammatorischer Zytokine wie TNF und IL-6 
(Suntharalingam et al., 2006). Ob es auch im Maussystem nach CD28SA Stimulation zur 
Ausschüttung von Zytokinen kommt, wurde mittels CBA (cytometric bead array) analysiert. 
Dazu wurden zwei, vier und 24 Stunden nach der CD28SA Injektion die Zytokinkonzentra-
tionen von IL-2, IL-4, IL-5, IL-6, IL-10, IL-12p70, IFNγ und TNF im Blutserum analysiert. In 
unbehandelten Mäusen (0 Std.) konnten insgesamt nur sehr geringe Zytokinmengen in 
Abb. 11: CD28SA induzierte CD4+ T-Zellaktivierung in Abhängigkeit von CD28 und 
IL-2 
1·107 aufgereinigte CFSE-markierte CD4+ T-Zellen aus C57BL/6 oder kongenen Thy1.1 
Mäusen wurden einen Tag vor CD28SA Behandlung i.v. in kongene Thy1.1 oder knock-
out Mäuse transferiert und nach 3 Tagen analysiert. (A) Abhängigkeit der Zellexpansion 
der transferierten Zellen von CD28 auf Donor- und Empfängerzellen. (B) Abhängigkeit 
der Zellexpansion der transferierten Zellen von der IL-2 Produktion der Empfängerzellen. 
Die Daten sind repräsentativ für jeweils zwei Versuche. 
B A 
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der Zirkulation nachgewiesen werden (Tabelle 3). Auch nach CD28SA Injektion kam es in 
der Maus zu keiner starken Zunahme. Der höchste Anstieg auf ca. 170 pg/ml (nach 2 Std.) 
konnte bei IL-6 verzeichnet werden, der aber im Vergleich zur TGN1412 Studie mit Kon-
zentrationen von über 5000 pg/ml (nach 4 Std.) (Suntharalingam et al., 2006) immer noch 
sehr gering war. Auch die Mengen an pro-inflammatorischem TNF (nach 4 Std.:  
ca. 60 pg/ml, Vergleich TGN1412 Studie: 4600 pg/ml (Suntharalingam et al., 2006)) und 
an anti-inflammatorischem IL-10 (nach 4 Std.: ca. 80 pg/ml, Vergleich TGN1412 Studie: 
2000 pg/ml (Suntharalingam et al., 2006)) stiegen kurzfristig an. Überraschenderweise 
konnte trotz der Abhängigkeit der CD28SA induzierten Proliferation von parakrinem IL-2 
(Abb. 11) in der Maus lediglich ein minimaler Anstieg der IL-2 Konzentration (25 pg/ml 
nach 2 Std. im Vergleich zu 4000 pg/ml (nach 4 Std.) in der TGN1412 Studie 







Eine mögliche Erklärung für die geringe Menge an messbarem IL-2 in der Zirkulation wäre, 
dass Tregs, die den hochaffinen IL-2 Rezeptor konstitutiv exprimieren, nach CD28SA Sti-
mulation das von Tkons produzierte IL-2 sofort aufbrauchen. Dieses IL-2 steht folglich den 
Tkons für die weitere Aktivierung nicht zur Verfügung. Zusätzlich können die nun aktivier-
ten Tregs die Ausschüttung anderer Zytokine supprimieren. Um die Hypothese, dass die 
Tregs ausschlaggebend für die Suppression der systemischen Zytokinsekretion sind, zu 
überprüfen, wurden Tregs vor der CD28SA Behandlung in vivo depletiert. Dazu wurden 
DEREG (depletion of regulatory T-cells) Mäuse verwendet. Diese Tiere exprimieren ein 
Fusionsprotein bestehend aus eGFP und dem humanen Diphtherietoxin (DT)-Rezeptor 
unter der Kontrolle des Foxp3 Promotors (Lahl et al., 2007). DT hemmt in Zellen, die den 
spezifischen Rezeptor exprimieren, die Proteinsynthese, was im weiteren Verlauf zur 
Tabelle 3: Zytokinkonzentrationen im Blutserum nach CD28SA Injektion in vivo 
Die Zytokinkonzentration wurde mittels CBA in unstimulierten Mäusen und 2, 4, und 24 
Stunden nach CD28SA Behandlung gemessen. Die Daten zeigen den Mittelwert ± SD 
von 3 Mäusen. ND: nicht detektierbar 
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Apoptose der Zelle führt (Übersicht in Madshus et al., 1992). Da Mauszellen resistent ge-
gen DT sind (Pappenheimer et al., 1982), werden in DEREG Mäusen bei DT Behandlung 
selektiv Foxp3 exprimierende Zellen depletiert. Zusätzlich kann durch die Foxp3 anzei-
gende GFP Expression die Depletion der Tregs im Blut und in den Lymphknoten direkt 
mittels Durchflusszytometrie nachgewiesen werden. DEREG Mäusen wurde nach fünfma-
liger i.p. Behandlung mit DT an Tag 6 CD28SA injiziert. Zwei, vier und 24 Stunden später 
wurde den Mäusen Blut entnommen und im Serum mittels CBA die Zytokinkonzentratio-
nen der gleichen Zytokine wie zuvor (IL-2, IL-4, IL-5, IL-6, IL-10, IL-12p70, IFNγ, TNF) 
gemessen. Verglichen wurden die Zytokinmengen mit denen aus PBS, DT oder CD28SA 
behandelten DEREG bzw. WT (Wildtyp) Mäusen. Wie in Abb. 12A gezeigt war die Deple-
tion der Foxp3+ Zellen in DT behandelten Mäusen erfolgreich. 24 Stunden nach der 
CD28SA Behandlung exprimierten in den Lymphknoten ca. 13% der CD4+ Zellen Foxp3. 
Dagegen konnte durch die vorherige DT Injektion die Frequenz auf unter 1% gesenkt wer-
den. Die deutlich erhöhte Frequenz an CD25+ Zellen deutet allerdings auf einen gesteiger-
ten Anteil an aktivierten T-Zellen hin, die wahrscheinlich eine Konsequenz der mangeln-
den Kontrolle durch Tregs ist.  
In wildtypischen mit DT oder PBS behandelten Mäusen bzw. in PBS behandelten DEREG 
Mäusen kam es zu keiner systemischen Zytokinausschüttung. Auch blieb die Menge an 
zirkulierendem IL-4, IL-10, IL-12p70 und IFNγ in den übrigen behandelten DEREG Tieren 
niedrig. Eine leichte Erhöhung konnte dagegen bei der IL-5 Konzentration in der Treg 
depletierten und mit CD28SA behandelten Gruppe gemessen werden (Daten nicht ge-
zeigt). Wie in Abb. 12B dargestellt stiegen die Zytokinlevel von IL-2, IL-6 und TNF zwei 
bzw. vier Stunden nach CD28SA Gabe in der Gruppe mit depletierten Tregs im Vergleich 
zur Gruppe mit Tregs signifikant stärker an. Nach 24 Stunden sank die Zytokinkonzentrati-
on bereits wieder mit einem von der Treg Depletion abhängigem, signifikantem Unter-
schied. Dies zeigte, dass CD28SA durchaus auch in Mäusen die Fähigkeit besitzt, eine 
systemische Ausschüttung pro-inflammatorischer Zytokine ähnlich wie beim Menschen 









































Abb. 12: Systemische Zytokinausschüttung in Treg depletierten Mäusen nach 
CD28SA Behandlung 
DEREG Mäuse wurden fünf Mal i.p. mit Diphtherietoxin (1 µg/Maus und Tag) zur Depleti-
on der Tregs vorbehandelt und einen Tag nach der letzten Injektion mit CD28SA stimu-
liert. (A) Frequenz der Foxp3 GFP+ Zellen in den CD4+ T-Zellen 24 Stunden nach 
CD28SA Injektion in den Lymphknoten. (B) Zytokinkonzentrationen im Blutserum gemes-
sen 2, 4 und 24 Stunden nach CD28SA Gabe mittels CBA. Die Daten zeigen die Mittel-




4.1.4 Einfluss von Corticosteroiden auf regulatorische T-Zellen nach CD28SA Be-
handlung 
OKT3, ein Maus mAK, der spezifisch an die Epsilonkette des CD3 Moleküls bindet, wurde 
als Immunsuppressivum gegen Abstoßungsprozesse transplantierter Gewebe eingesetzt. 
Ähnlich wie TGN1412 verursacht auch OKT3 ein „Cytokine-Release Syndrom“, das sich 
jedoch durch die vorherige Gabe hoher Mengen an Corticosteroiden kontrollieren lässt 
(Chatenoud et al., 1991). Corticosteroide wirken anti-inflammatorisch und immunsuppri-
mierend, da sie unter anderem den Zugang der Leukozyten zu entzündliche Bereiche in-
hibieren. Zudem können sie die Funktion der Leukozyten wie auch der Fibroblasten und 
Endothelzellen beeinflussen und die Produktion und Wirkung humoraler Faktoren, wie pro-
inflammatorischer Zytokine, supprimieren (Übersicht in Boumpas et al., 1993). Um zukünf-
tig über die Anwendung einer Kombination von Corticosteroid und TGN1412 nachzuden-
ken, muss zunächst geklärt werden, ob der positive Effekt von CD28SA wie z.B. die Akti-
vierung der Tregs auch bei Gabe von Steroiden erhalten bleibt. Dazu wurden Mäuse drei 
Stunden vor der Gabe von CD28SA mit Dexamethason (Dex) behandelt. Da Mäuse auf 
CD28SA nicht mit einer systemischen Zytokinausschüttung reagieren (Tabelle 3), wurde 
diesen zusammen mit CD28SA das Staphylokokken Enterotoxin B (SEB) injiziert. Das Su-
perantigen SEB bindet, anders als andere Antigene, direkt an die α-Kette des MHC II-
Moleküls und wird von der Vβ-Kette des TZR erkannt. Dies führt zu einer massiven  
T-Zellaktivierung mit der daraus folgenden raschen Sekretion von Zytokinen wie TNF, IL-6 
und IL-2 (Übersicht in Miethke et al., 1993; Papageorgiou et al., 2000). Die Zytokinkon-
zentrationen im Blutserum wurden aufgrund der schnellen SEB vermittelten Freisetzung 
von Zytokinen bereits eine Stunde nach der CD28SA bzw. SEB Injektion mittels CBA  
analysiert.  
Für die Zytokine IL-4, IL-5 und IL-12p70 konnte in keiner der Versuchsgruppen eine signi-
fikante Änderung der Zytokinmenge gemessen werden (Daten nicht gezeigt). Auch bei 
unbehandelten, CD28SA, Dex und Dex/CD28SA Mäusen konnten lediglich minimale Zyto-
kinkonzentrationen nachgewiesen werden (Abb. 13). Im Gegensatz dazu kam es in der 
SEB und SEB/CD28SA Gruppe zu einer vermehrten Ausschüttung von IL-2, IL-6, IL-10, 
TNF und IFNγ mit einem Trend zu stärkerer Zytokinausschüttung bei SEB/CD28SA Be-
handlung, der jedoch nur im Fall von IL-6 (4-facher Anstieg zu SEB) signifikant war. Durch 
die Vorbehandlung der SEB und SEB/CD28SA Mäuse mit Dex konnte die Menge an se-
zerniertem IL-2 um das bis zu 4-fache, bei IL-6 um das bis zu 10-fache, bei IL-10 um das 
bis zu 6-fache, bei TNF um das bis zu 20-fache und bei IFNγ um das bis zu 30-fache ge-
senkt werden im Vergleich zur jeweiligen Gruppe ohne Dex Vorbehandlung. Die Corti-
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costeroid Vorbehandlung stellte somit eine effektive Methode dar, eine toxische Zytokin-





Um nun die Frage, ob die positiven Effekte der CD28SA Behandlung auf die Tregs auch in 
Anwesenheit von Corticosteroiden bestehen bleiben, zu beantworten, wurden CD4+  
T-Zellen aus Thy1.1 Mäusen mit dem Proliferationsmarker CFSE markiert und in kongene 
Thy1.2 C57BL/6 Mäuse transferiert. Nach 24 Stunden folgte der CD28SA Injektion eine 
dreimalige Behandlung mit Dex. Anschließend wurde die Proliferation der Donorzellen in 
Abhängigkeit ihrer Foxp3 Expression analysiert und mit den Kontrollgruppen verglichen, 
die unbehandelt blieben oder jeweils nur CD28SA bzw. Dex erhielten. Zusätzlich wurden 




Abb. 13: Einfluss von Dexamethason auf die systemische Zytokinausschüttung 
Dexamethason behandelte Mäuse wurden nach 3 Stunden mit CD28SA und/oder SEB 
behandelt. Die Zytokinkonzentration im Blutserum wurde mittels CBA eine Stunde nach 









Dex führte unter anderem durch die Induktion von Apoptose in Lymphozyten (Smith et al., 
2010) zu einer Reduktion der Gesamtlymphozytenzellzahl (Abb. 14A) und der Anzahl an 
Foxp3+ Tregs (Abb. 14B), obwohl der Anteil an Tregs in den CD4+ T-Zellen im Vergleich 
zu unbehandelten Mäusen sich sogar etwas erhöhte (Abb. 14C). Bei der gleichzeitigen 
Behandlung von Mäusen mit CD28SA und Dex konnte jedoch kein signifikanter Unter-
schied in der Zellzahl der Gesamtzellen oder der Tregs im Vergleich zu CD28SA behan-
delten Mäusen beobachtet werden. Der Anteil an Foxp3+ Tregs dagegen war in CD28SA 
und Dex behandelten Mäusen fast doppelt so hoch wie in CD28SA behandelten  
(Abb. 14C). Die CD28SA vermittelte Proliferation der transferierten Zellen wurde durch die 
Behandlung nicht negativ beeinflusst. Es kam durch die gleichzeitige Dex Injektionen so-
gar zu einer leicht verstärkten Expansion der CFSE markierten Zellen (Abb. 14D). 
Abb. 14: Einfluss von Dexamethason auf die CD28SA induzierte T-Zellteilung 
1·107 aufgereinigte CFSE markierte CD4+ T-Zellen wurden einen Tag vor CD28SA Be-
handlung i.v. in kongene Thy1.1 Mäuse transferiert. Anschließend wurden die Mäuse 
täglich mit Dexamethason behandelt. An Tag 4 wurde (A) die Lymphozytenzellzahl, 
(B) die Anzahl Foxp3+ Zellen und (C) der Anteil an Foxp3+ in CD4+ Zellen ermittelt. (D) 
Außerdem wurde die durchschnittliche Anzahl der Zellteilungen (acd) der Foxp3+ und 
Foxp3- Zellen mittels CFSE Verdünnung bestimmt. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD 
von jeweils zwei Mäusen.  
A B C 
D 
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Ebenfalls konnte gezeigt werden, dass trotz Corticosteroid Behandlung sowohl die 
CD28SA vermittelte präferentielle Expansion der Tregs (Abb. 14C, D) als auch die stark 
supprimierende Wirkung der Tregs erhalten blieb (Gogishvili et al., 2009).  
Die prophylaktische Behandlung mit Corticosteroiden scheint somit zumindest in Mäusen 
eine geeignete Methode zu sein, um einerseits das CD28SA vermittelte „Cytokine-Release 
Syndrom“ zu inhibieren und andererseits die erwünschten Effekte des CD28SA nicht zu 
beeinträchtigen. Inwiefern sich diese Ergebnisse auf das humane System übertragen las-
sen, müsste jedoch durch weitere Experimente z.B. mit humanen PBMCs untersucht wer-
den.  
4.1.5 Zusammenfassung 
CD28SA ist ein hoch potenter Treg Aktivator, der bei in vivo Gabe zu einer präferentiellen 
Expansion der Tregs gegenüber den Tkons führt. Für die Aktivierung ist das CD28 vermit-
telte Signal für die Tregs selbst wichtig. Jedoch kommt es nur durch die zusätzliche Stimu-
lation der Tkons und der damit verbundenen IL-2 Produktion zur Proliferation und voll-
ständigen Aktivierung der Tregs. Während TGN1412, ein humaner CD28SA, im Menschen 
einen Zytokinsturm auslöste, konnte in Mäusen keine solche systemische Zytokinaus-
schüttung beobachtet werden. Durch die in vivo Depletion der Tregs konnte aber gezeigt 
werden, dass in Mäusen die Tregs die inflammatorische Antwort effektiv kontrollieren 
konnten. Wie in Abschnitt 5.1 noch ausführlich diskutiert wird, ist der entscheidende Un-
terschied zwischen Menschen und Mäusen die Frequenz an CD4+ Effektorgedächtniszel-
len, die bei Menschen deutlich höher liegt. Während durch die geringe Anzahl dieser Zel-
len in Mäusen durch die Stimulation mit CD28SA nur geringe Mengen an pro-
inflammatorischen Zytokinen ausgeschüttet werden, die von den murinen Tregs leicht kon-
trolliert werden können, kann die entsprechend deutlich höhere Zytokinmenge beim Men-
schen durch deren Tregs nicht mehr kontrolliert werden. Weiter wurde die Kompatibilität 
einer Corticosteroid Behandlung mit der CD28SA induzierten Treg Aktivierung getestet. 
Trotz der Abhängigkeit der Tregs von parakrinem IL-2 beeinträchtigt der Schutz vor einer 
systemischen Zytokinausschüttung durch die Vorbehandlung mit Corticosteroiden nicht die 




4.2 Ursprung und Schicksal Interleukin-10 produzierender regulatorischer T-Zellen 
Interleukin 10 (IL-10) kann von vielen Zellen des angeborenen und des adaptiven Immun-
systems produziert werden. Als immunsupprimierendes und anti-inflammatorisches Zyto-
kin spielt es eine wesentliche Rolle bei der Kontrolle und dem Erhalt der Immunhomöosta-
se (Übersicht in Moore et al., 2001). Auch unter den CD4+ T-Zellen gibt es zahlreiche  
IL-10 produzierende Subpopulationen, wie Tr1 Zellen, Tr1 ähnliche Zellen, CD46-
stimulierte, Vitamin D3 und Dex induzierte IL-10-sezernierende T-Zellen und auch Foxp3+ 
Tregs. Sie können aufgrund von bestimmten Markern, ihrer Entstehungsgeschichte oder 
ihrer Lokalisation unterschieden werden (Übersicht in Fujio et al., 2010; Maynard et al., 
2007). Die Relevanz der IL-10 Produktion durch CD4+ T-Zellen für die Immunregulation 
wird dadurch deutlich, dass Mäuse mit einer CD4 spezifischen IL-10 Defizienz ähnlich wie 
Mäuse mit einer generellen IL-10 Defizienz an einer tödlich verlaufenden, spontanen ent-
zündlichen Darmerkrankung leiden (Kuhn et al., 1993 Roers et al., 2004). Die Rolle des 
von Foxp3+ Tregs produzierten IL-10 war dagegen lange nicht klar. In vitro Studien zeig-
ten, dass IL-10 nicht für die Treg vermittelte Suppression der Effektorzellproliferation not-
wendig war (Thornton et al., 1998). Dies wurde auch in einigen in vivo Studien, bei denen 
andere Treg-Regulationsmechanismen als die IL-10 Produktion die entscheidende Rolle 
spielen, bestätigt. Trotzdem gab es etliche Studien, in denen das von Tregs produzierte 
IL-10 den entscheidenden Faktor für die Regulation der Immunantwort darstellte  
(Übersicht in Tang et al., 2008). Klarheit brachte schließlich die Analyse transgener Mäuse 
mit einer Foxp3-spezifischen Deletion des IL-10 Gens. Damit konnte gezeigt werden, dass 
die IL-10 Produktion von Tregs zwar nicht für die Kontrolle der systemischen Autoimmuni-
tät, jedoch für den Erhalt der Homöostase an Oberflächen wie Darm oder Lunge essentiell 
war (Rubtsov et al., 2008).  
Über die Funktion sowie das weitere Schicksal der IL-10 produzierenden Tregs ist bis jetzt 
jedoch wenig bekannt. Einer der Gründe dafür ist, dass in Mäusen mit „ruhendem“ Im-
munsystem nur ein sehr geringer Anteil der Tregs überhaupt IL-10 produziert und diese 
hauptsächlich im Darmgewebe nachgewiesen werden können (Maynard et al., 2007). Ein 
geeignetes Hilfsmittel, das eine nähere Charakterisierung ermöglichen könnte, ist die in 
vivo Behandlung mit CD28SA. Es ist sowohl im Ratten- als auch im Mausmodell bekannt, 
dass CD28SA neben der polyklonalen Expansion der Tregs auch die IL-10 Produktion in 
diesen Zellen induzieren (Guilliams et al., 2008; Kitazawa et al., 2008; Lin, C. H. et al., 
2003; Rodriguez-Palmero et al., 1999). Während meiner Diplomarbeit „Charakterisierung 
und Identifizierung von Subpopulationen regulatorischer T-Zellen der Maus“ konnte bereits 
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ein geeignetes Färbeprotokoll für den gleichzeitigen Nachweis von IL-10 Produktion und 
dem Treg spezifischen Transkriptionsfaktor Foxp3 etabliert werden. So wurden bereits 
erste Hinweise darauf gesammelt, dass IL-10 produzierende Tregs keine stabile Subpopu-
lation darstellen, sondern bei in vitro Restimulation neue IL-10 Produzenten in der aufge-
reinigten IL-10 negativen Population auftreten können. Zudem wurden sowohl durch eine 
vergleichende Analyse der Genexpression IL-10 produzierender und nicht-produzierender 
CD4+CD25+ T-Zellen als auch durch in vitro Versuche mit aufgereinigten IL-10 positiven 
Tregs Anzeichen für eine höhere Apoptosesensitivität in den IL-10 produzierenden Tregs 
beobachtet. Weiterführende Experimente sollen nun Einzelheiten zu der Funktion, dem 
Ursprung und dem weiteren Schicksal der IL-10 produzierenden Tregs darlegen. 
4.2.1 CD28 Superagonist induzierte IL-10 Produktion in regulatorischen T-Zellen 
C57BL/6 Mäusen wurde eine einmalige Dosis Maus anti-Maus CD28SA (D665) i.p. verab-
reicht. Drei Tage später wurden Lymphknotenzellen mittels IL-10 Sekretionsassay und 
intrazellulärer Färbung auf die Produktion von IL-10 in den Foxp3+ Tregs hin untersucht. 
Während in den Lymphknoten unstimulierter Mäuse lediglich 2-3% der Tregs IL-10 produ-
zierten (ca. 5·104 Zellen der entnommenen Lymphknotenzellen), stieg dieser Anteil drei 
Tage nach CD28SA Behandlung auf 20-40% an (Abb. 15A). Besonders dramatisch war 
die Zunahme der Zellzahl der CD4+Foxp3+IL-10+ Zellen, die um das 125-fache anstieg. Im 
Vergleich dazu steigerte sich die Zellzahl der CD4+ Zellen nur um das 8-fache und die der 
CD4+Foxp3+ Zellen um das 15-fache (Abb. 15B, C). Ähnlich wie auch schon in Abb. 7B in 
Abschnitt 4.1.1 beschrieben, waren sowohl die Zellexpansion als auch die Induktion der 
IL-10 Produktion in den Tregs transient. Die Antwort erreichte drei bis vier Tage nach der 
Injektion ihr Maximum, woraufhin sich die Zellzahlen bis zum achten Tag wieder ihrem 
Anfangsniveau anglichen (Abb. 15B). Während die Anzahl an Foxp3+ T-Zellen auch an 
Tag 8 noch etwas erhöht war, sank die Menge an IL-10+Foxp3+ Zellen wieder auf den 
Ausgangswert. 
Zur Optimierung der Stimulation wurde die CD28SA Konzentration in vivo titriert und an-
schließend die IL-10 und Foxp3 Expression analysiert. Mit einer Dosis von 200 µg 
CD28SA pro Maus konnte nicht nur ein Maximum an Tregs expandiert, sondern auch die 
stärkste Induktion der IL-10 Produktion sowohl in den Lymphknoten als auch in der Milz 












































Abb. 15: IL-10 und Foxp3 Expression von CD4+ T-Zellen in unbehandelten und 
CD28SA behandelten C57BL/6 Mäusen 
(A) IL-10 und Foxp3 Expression in unstimulierten Mäusen und in Mäusen 3 Tage nach 
CD28SA Behandlung. (B) Kinetik der Zellpopulationen definiert durch ihre CD8, CD4, 
Foxp3 und IL-10 Expression 0 bis 8 Tage nach CD28SA Injektion. (C) Verhältnis der 
Zellzahlen von Tag 3 zu Tag 0 nach CD28SA Stimulation. Die Daten zeigen die Mittel-
werte ± SD von jeweils 3 Mäusen. 
Abb. 16: Titration der CD28SA Konzentration in vivo 
Anzahl der Zellpopulationen abhängig von CD4, Foxp3 und IL-10 Expression (A, C) und 
Anteil der IL-10+ Zellen in Foxp3+CD4+ T-Zellen (B, D) in Lymphknoten (A, B) und Milz 
(C, D) in Abhängigkeit der CD28SA Konzentration 3 Tage nach Injektion. Die Daten zei-





Die Zunahme der Treg Zellzahl hatte ihren Ursprung mit hoher Wahrscheinlichkeit in der 
Proliferation bereits vorhandener Foxp3+ T-Zellen und nicht in der Konversion von Tkons 
zu Foxp3 exprimierenden T-Zellen (Abb. 10 in Abschnitt 4.1.1). Ob IL-10+Foxp3+ Zellen 
von Foxp3- T-Zellen abstammen, wurde durch den Transfer aufgereinigter 
Thy1.2+CD4+Foxp3- T-Zellen aus DEREG Mäusen in kongene Thy1.1 Mäuse analysiert. 
24 Stunden nach dem Transfer wurden die Mäuse mit CD28SA stimuliert und nach weite-
ren drei Tagen auf die Anwesenheit von IL-10+Foxp3+ Zellen untersucht. Wie vermutet 
stammen IL-10 produzierende Tregs, wie auch Foxp3+ Tregs, nicht von Foxp3- T-Zellen 
sondern von Foxp3+ Tregs ab (0,06% in den transferierten im Vergleich zu 6% in den en-














Um mehr über den Zusammenhang zwischen Proliferation und Induktion der IL-10 Pro-
duktion herauszufinden, wurden CFSE markierte CD4+ T-Zellen in kongene Thy1.1 Mäuse 
transferiert. Nach 24 Stunden wurden die Mäuse mit CD28SA behandelt und nach drei 
weiteren Tagen die transferierten Zellen analysiert. Wie auch schon in Abb. 9 dargestellt, 
teilten sich Tregs im Vergleich zu den Tkons stärker (Abb. 18A). Tregs, die IL-10 produ-
zieren, konnten interessanterweise bevorzugt in den Zellen nachgewiesen werden, die 
sich bereits mehrere Male geteilt hatten (Abb. 18B). Aus der Beobachtung, dass die Zell-
zahl der IL-10+Foxp3+ und die der gesamten Foxp3+ Zellen leicht Zeit versetzt anstiegen 
(Abb. 15B und Daten nicht gezeigt) und IL-10 Produzenten hauptsächlich in Zellen, die 
sich bereits mehrfach geteilt hatten, zu finden waren (Abb. 18), konnte gefolgert werden, 
dass nach Stimulation mit CD28SA die Tregs zunächst proliferieren, bevor die IL-10 Pro-
duktion angeschaltet wird.  
Abb. 17: Präferentielle Expansion bereits existierender Tregs nach CD28SA Stimu-
lation 
1·107 CFSE-markierte, aufgereinigte CD4+Foxp3- T-Zellen von DEREG Mäusen wurden 
einen Tag vor CD28SA Behandlung i.v. in kongene Thy1.1 Mäuse transferiert. Die IL-10 
und Foxp3 Expression der Thy1.2+ Donorzellen und der Thy1.2- Empfängerzellen wurde 















4.2.2 Phänotyp IL-10 produzierender regulatorischer T-Zellen 
Durch die Expansion und Induktion der IL-10 produzierenden Tregs konnte eine ausrei-
chende Menge an Zellen gewonnen werden, um sie näher zu charakterisieren. Für einen 
Vergleich des Phänotyps IL-10 produzierender und nicht-produzierender Tregs wurde eine 
durchflusszytometrische Analyse durchgeführt. Die Expression von Markern spezifisch für 
Tregs bzw. Effektor-/ Gedächtniszellen (Tabelle 4) wurde in unstimulierten und in CD28SA 
stimulierten C57BL/6 Mäusen (Tag 3) mit Hilfe von fluoreszenzmarkierten mAKs unter-
sucht. Verglichen wurde anschließend in Abhängigkeit der IL-10 und/oder Foxp3 Expres-
sion die gemessene durchschnittliche Fluoreszenzintensität, die über die Antikörper mit 
der Menge an exprimierten Markern korreliert (Abb. 19).  
 
Marker Beschreibung Funktion und Expression Referenz 
CD25 α-Kette des IL-2 Rezeptors 
bildet mit CD122 und CD132  
den hochaffinen IL-2R,  
exprimiert auf aktivierten T-Zellen und  
konstitutiv auf Tregs 
Nelson, 2002 
CD39 Ektonukleotidase 
hydrolysiert zusammen mit CD73 ATP/ADP zu 
immuninhibierendem Adenosin,  
exprimiert auf Tregs und Gedächtniszellen 
Zhou et al., 
2009 
CD44 Glycoprotein 
bindet Hyluaronsäure, vermittelt Adhäsion, 
exprimiert auf Tregs und Effektor-/  
Gedächtniszellen 
Liu et al., 
2009; Swain et 
al., 1996 
Abb. 18: Zellteilung in Abhängigkeit der Foxp3 und IL-10 Expression 
1·107 aufgereinigte CFSE markierte CD4+ T-Zellen wurden einen Tag vor der CD28SA 
Behandlung i.v. in kongene Thy1.1 Mäuse transferiert. 3 Tage später wurden die Zelltei-
lung, die Foxp3 und IL-10 Expression in den transferierten Zellen analysiert. (A) CFSE 
Verdünnung der einzelnen Populationen mit dazugehöriger, durchschnittlicher Anzahl der 
Zellteilungen (acd). (B) Anteil an IL-10 Produzenten in den Foxp3+ T-Zellen der jeweiligen 
Generation. Die Daten repräsentieren die gepoolten Ergebnisse von 2 Mäusen.  
A B 
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Marker Beschreibung Funktion und Expression Referenz 
CD45RB Tyrosinphosphatase wichtig für TZR vermitteltes Signal,  
exprimiert auf naiven T-Zellen 
Swain et al., 
1996 
CTLA-4 Immunglobulin 
bindet CD80/CD86, negativer Regulator der T-
Zell-Aktivierung,  
exprimiert auf Tregs und aktivierten T-Zellen  
Yi et al., 2006 
Foxp3 Transkriptionsfaktor 
Masterregulator für die Entwicklung  
und Funktion von Tregs,  
exprimiert in iTregs und nTregs 
Yi et al., 2006 
GITR Transmembranglycoprotein 
inhibiert Suppression der Tregs, kostimuliert 
Tkons, bindet GITR-L,  
exprimiert auf Tregs und aktivierten T-Zellen 
Nocentini et 
al., 2005 
ICOS Immunglobulin kostimuliert Tkons, bindet ICOS-L,  
exprimiert auf aktivierten Tregs und T-Zellen 
Hutloff et al., 
1999; Redpath 
et al., 2013 
IL-10R Typ II Zytokinrezeptor bindet IL-10,  
exprimiert auf T-Zellen und Tregs 
Moore et al., 
2001 
LAP C-terminale Pro-Region des Vorläuferproteins von TGFβ 
erhält inaktiven Status sezernierten TGFβ, 
exprimiert auf aktivierten Tregs 
Khalil, 1999; 
Tran et al., 
2009 
PD-1 Immunglobulin reguliert T-Zellaktivierung, bindet PD-L1, PDL2, 





Sowohl unstimulierte als auch stimulierte Foxp3+ Tregs exprimieren im Vergleich zu 
Foxp3- Tkons einen Phänotyp ähnlich wie Gedächtniszellen, da sie viel CD44 und wenig 
CD45RB exprimieren (Abb. 19). Ähnlich wie bei einer TZR Stimulation wird durch die 
CD28SA Stimulation auch in den Tkons die CD44 Expression hochreguliert (Kelly et al., 
1988). Nicht bestätigt werden konnte die positive Korrelation zwischen starker CD44 Ex-
pression und IL-10 Sekretion, wie sie bei Foxp3+ Thymozyten bekannt ist (Liu et al., 2009). 
Treg Marker, die für die Funktionalität der Foxp3+ Zellen wesentlich sind, wie CD25, CD39, 
ICOS, PD-1 und CTLA-4, wurden in den Foxp3+ Tregs nach CD28SA Stimulation im Ver-
gleich zu den unstimulierten Tregs zum Teil stark hochreguliert, wobei die Expression be-
sonders in den IL-10 produzierenden Tregs anstieg. Auch das Expressionsniveau des 
Transkriptionsfaktors Foxp3, der häufig als „Masterregulator“ der Tregs beschrieben wird 
(Übersicht in Lal et al., 2009), stieg nach CD28SA Injektion signifikant an. In der Literatur 
wurde beschrieben, dass IL-10 unter bestimmten Bedingungen wichtig für den Erhalt der 
Foxp3 Expression ist (Murai et al., 2009). Um einen möglichen Einfluss des CD28SA indu-
zierten IL-10 auf die Tregs zu beurteilen, wurde die IL-10 Rezeptor (IL-10R) Expression 
analysiert. Im Verhältnis zu den CD4- Zellen wurden in den Tregs lediglich geringe Men-
Tabelle 4: Marker für die Charakterisierung von Tregs bzw. Effektor-/ Gedächtnis-
zellen 
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gen an IL-10R gemessen. Zudem konnte kein signifikanter Unterschied in der Rezeptor-






Der Transkriptionsfaktor Helios wurde ursprünglich als Marker für im Thymus generierte 
nTregs beschrieben, um diese von den in der Peripherie induzierten iTregs unterscheiden 
zu können (Thornton et al., 2010). Nachfolgende Publikationen zeigten jedoch, dass  
Helios Expression auch ein Hinweis für eine kürzlich stattgefundene T-Zell-Aktivierung 
sein kann und mit Markern für Antigenkontakt und Proliferation korreliert, aber unabhängig 
von der Foxp3 Expression ist (Akimova et al., 2011; Serre et al., 2011). Ein Fehlen der 
Helios Expression könnte zudem ein Hinweis für eine unterschiedliche Stimulations-
geschichte innerhalb der Treg Population sein (Gottschalk et al., 2012). Während in  
Abb. 19: Phänotyp IL-10+ und IL-10- Tregs 3 Tage nach CD28SA Behandlung 
Die durchschnittliche Fluoreszenzintensität (MFI) der dedektierten Marker, die spezifisch 
für Gedächtniszellen bzw. Tregs sind, wurde in unstimulierten und stimulierten CD4+ 
T-Zellen (Tag 3) in Abhängigkeit von IL-10 und/oder Foxp3 Expression analysiert. Die 
Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von 4-8 Mäusen. Mann-Whitney U Test: * p<0.05, 
** p<0.005, *** p<0.001, ns: kein signifikanter Unterschied, ∆MFI (durchschnittliche Fluo-
reszenzintensität) = (MFI(Marker) - MFI(Isotyp)) 
58 
unstimulierten Mäusen ca. 70% der Tregs und 5% der CD4+ Tkons Helios exprimieren 
(Abb. 20A und Thornton et al., 2010), verschieben sich die Verhältnisse nach CD28SA 
Behandlung (Tag 3) leicht zu 60% Helios+ in Tregs und 15% Helios+ in CD4+ Tkons  
(Abb. 20A). Die Schlussfolgerung, dass CD28SA stimulierte IL-10+ Tregs stärker aktivierte 
Zellen sind (Abb. 19), konnte jedoch weder durch eine höhere Frequenz an Helios+ Zellen 
noch durch eine höhere Expression an Helios in den IL-10 Produzenten bestätigt werden 














4.2.3 Funktionalität IL-10 produzierender regulatorischer T-Zellen 
Durch die in vivo Behandlung mit CD28SA werden Effektormoleküle wie CTLA-4, CD25, 
CD39 und LAP (latency-associate peptide) in den Tregs und insbesondere in den IL-10 
produzierenden Tregs hochreguliert. Dies könnte auf eine erhöhte Funktionalität dieser 
Zellen hindeuten. Um diese Hypothese zu testen, wurden CD4+CD25+ Zellen aus CD28SA 
stimulierten Mäusen mit dem IL-10 Sekretionsassay angefärbt und anschließend mittels 
FACS-Sorter in IL-10+ und IL-10- Zellen getrennt. Um eine höhere Reinheit an Foxp3+ Zel-
len zu erhalten, wurden alternativ IL-10+Foxp3+ und IL-10-Foxp3+ Tregs aus DEREG Mäu-
sen (Foxp3 Reporter Maus) verwendet. Die Zellpopulationen wurden anschließend in ver-
schiedenen Konzentrationen (Teff: Treg: 1:1 – 1:1/27) mit CFSE markierten CD4+CD25- 
Effektor-T-Zellen (Teff) und bestrahlten APZs in Anwesenheit von anti-CD3 kultiviert. Zum 
Vergleich wurden unaufgetrennte CD4+CD25+ bzw. CD4+Foxp3+ T-Zellen aus unstimulier-
ten und CD28SA stimulierten Mäusen verwendet. Ob die Tregs die Teff Proliferation inhi-
bieren konnten, wurde anhand der durchschnittlichen Anzahl der Zellteilungen (acd) der 
Teffs bestimmt. Der maximal mögliche acd-Wert wurde bei Stimulation der Teffs mit APZs 
und anti-CD3 in Abwesenheit von Tregs bestimmt. Durch die CD28SA Behandlung konnte 
die inhibierende Wirkung der Tregs im Vergleich zu unstimulierten Tregs um das mehr als 
10-fache gesteigert werden (Abb. 21A, C).  
Abb. 20: Helios Expression in unstimulierten und CD28SA stimulierten Tregs 
(A) Helios Expression in CD4+ T-Zellen in Anhängigkeit von Foxp3 Expression (B) Anteil 
an Helios+ T-Zellen in Abhängigkeit von IL-10 und/oder Foxp3 Expression. Die Daten 
zeigen die Mittelwerte ± SD von 3 Mäusen.  























































Abb. 21: Supprimierende Wirkung unterschiedlicher Treg Populationen 
(A) Aufgereinigte CD4+CD25+ Tregs aus CD28SA behandelten Mäusen wurden mit IL-10 
Sekretionsassay gefärbt. Isolierte IL-10+ und IL-10-CD4+CD25+ Tregs wurden mit CFSE 
markierten naiven CD4+CD25- Effektor-T-Zellen und bestrahlten APZs in Anwesenheit 
von anti-CD3 für 3 Tage kultiviert. Als Kontrollen wurden stimulierte CD4+CD25+ Tregs 
und CD4+CD25+ Tregs aus unbehandelten Mäusen verwendet. (B) Säulendiagramm der 
acd-Werte der IL-10+ und IL-10-CD4+CD25+ Tregs mit statistischer Analyse. (C und D) 
wie (A und B) aber mit aufgereinigten Foxp3+ Tregs aus unstimulierten und CD28SA 
stimulierten DEREG Mäusen. (E) Blockierender anti-IL-10R Antikörper (10 mg/ml) wurde 
zur Kultur stimulierter und unstimulierter CD4+CD25+ Tregs zugesetzt, um die IL-10 Ab-
hängigkeit der Treg Suppression zu überprüfen.  
Die Daten zeigen die durchschnittliche Anzahl an Zellteilungen (acd, Mittelwert ± SD) der 
Effektorzellen von jeweils 3 Proben. Ungepaarter t-Test: * p<0.05, ** p<0.005, 
*** p<0.001, ns: kein signifikanter Unterschied 
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Auch IL-10+ und IL-10- Tregs wirkten beide stark supprimierend, wobei die Aktivität der  
IL-10 Produzenten die der Nicht-Produzenten etwas überstieg (Abb. 21A-D). Durch die 
höhere Reinheit der Tregs bei Verwendung von DEREG Mäusen hatten alle Foxp3+ Treg 
Populationen im Vergleich zu den CD4+CD25+ Treg Populationen eine höhere inhibieren-
de Wirkung. Dadurch wurde jedoch bei der 1:1 und 1:1/3 Verdünnung die maximal mögli-
che Suppression der Teffs erreicht. Mögliche Unterschiede in der Aktivität ließen sich bei 
diesen Verdünnungen nicht messen (Abb. 21C, D). Um die Bedeutung der CD28SA indu-
zierten IL-10 Produktion bei der Suppression der Effektorzellen zu beurteilen, wurde dem 
Suppressionsassay mit CD4+CD25+ Tregs aus unstimulierten und CD28SA stimulierten 
Mäusen ein blockierender anti-IL-10 Rezeptor Antikörper zugefügt. Wie jedoch auch aus 
der Literatur bekannt, spielt IL-10 im in vitro Assay keine Rolle (Abb. 21E und (Maynard et 
al., 2007; Thornton et al., 1998)).  
Diese Daten bestätigen die Hypothese, dass die Hochregulation von Effektormolekülen 
durch CD28SA Behandlung auch zu einer hohen in vitro Suppressivität führt. Diese steht 
zwar mit dem IL-10 produzierenden Phänotyp der Tregs in Zusammenhang, ist jedoch von 
IL-10 selbst unabhängig. 
4.2.4 Migration CD28SA stimulierter regulatorischer T-Zellen 
Damit Tregs ihre immunregulatorische Funktion ausüben können, müssen sie die Fähig-
keit besitzen, in Kontakt mit anderen Zellen wie APZs und Tkons zu kommen. Abhängig 
von der Expression von Chemokinrezeptoren und Adhäsionsmolekülen können Tregs da-
zu in unterschiedliche Bereiche des Organismus wandern. Zum Beispiel werden Zellen, 
die Rezeptoren wie CCR5, CCR6 und CD103 exprimieren, in entzündliche Gewebe rekru-
tiert, während Zellen, die CCR7 und CD62L exprimieren, in den Lymphknoten verweilen 
(Huehn et al., 2004; Zhang, N. et al., 2009). IL-10 produzierende Tregs wurden haupt-
sächlich an Orten mit einer stattfindenden Immunantwort nachgewiesen (Maynard et al., 
2007). Durch Antikörperfärbung verschiedener mit Migration assoziierter Moleküle sollte 
nun analysiert werden, ob auch CD28SA aktivierte IL-10 produzierende Tregs die notwen-
digen Rezeptoren exprimieren, um in Entzündungsbereiche einwandern zu können  
(Abb. 22). Dazu wurde die Expression der Migrationsmoleküle zusammen mit der von 
Foxp3 und IL-10 in C57BL/6 Mäusen über vier Tage nach CD28SA Behandlung unter-
sucht. Wie auch schon früher dargestellt, exprimieren die meisten Tregs in den Lymphkno-
ten unstimulierter Mäuse CCR7 und ca. 40% der Tregs CD62L (Huehn et al., 2005). Die 
Rezeptoren CD103, CCR5 und CCR6, die für das Wandern der Zellen in Entzündungsbe-
reiche wichtig sind, werden in unstimulierten Mäusen dagegen nur von 35% (CD103),  
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10% (CCR5) und 10% (CCR6) der Tregs exprimiert. Dieses Expressionsmuster verschiebt 
sich nach der Injektion des CD28SA hin zu weniger CCR7+ Tregs (70%  20-10%) und 
mehr CCR5+ und CCR6+ Tregs (10%  50%) an Tag 3 bis 4. Die Frequenz an CD103+ 
Tregs wie auch die der CD62L+ Tregs (40%  60%) blieb dabei nahezu unverändert. So-
wohl in unstimulierten als auch in stimulierten Mäusen ist der Anteil an CCR5+, CCR6+ und 
CD103+ Zellen in IL-10 produzierenden Tregs deutlich höher als in den Foxp3+ Nicht-
Produzenten (Abb. 22 und Daten nicht gezeigt). Durch die Untersuchung der lymphoiden 
Organe können allerdings nicht alle Zellen mit einem entzündungssuchenden Phänotyp 
erfasst werden, da wahrscheinlich ein Teil dieser Zellen zum Zeitpunkt der Analyse die 
















Abb. 22: Expression von Migrationsmarkern in Tregs nach CD28SA Stimulation 
(A) FACS-Analyse der Migrationsmarker in IL-10+Foxp3+, IL-10-Foxp3+ und Foxp3+ Tregs 
0-4 Tage nach CD28SA Injektion bzw. (B) in CD4+ T-Zellen in Abhängigkeit von IL-10 
und/oder Foxp3 Expression vor und 3 Tage nach CD28SA Injektion. Die Daten zeigen 





Die starke Expression von CD103, CCR5 und CCR6, die auch in IL-10 produzierenden 
Tregs unstimulierter Mäuse auftritt (Abb. 22A und Daten nicht gezeigt), bestärkt die An-
nahme, dass die IL-10 Produzenten aktivierte Zellen sind, die von IL-10- Tregs abstam-
men. Dementsprechend ließ sich der anfängliche Abfall in der Frequenz an CD103+ in  
IL-10+ Tregs (Abb. 22A) am besten durch die zeitlich versetzte Induktion der IL-10 und 
CD103 Expression nach CD28SA Stimulation erklären. In allen Foxp3+ Tregs wurde un-
abhängig von der IL-10 Produktion die CCR7 Expression nach CD28SA Injektion stark 
reduziert. Zusammenfassend führen die bisherigen Ergebnisse zu der Hypothese, dass 
nach der Aktivierung die Tregs zunächst proliferieren, anschließend beginnen IL-10 zu 
produzieren, um dann durch die Verschiebung im Expressionsmuster der Migrationsmar-
ker hin zu einem entzündungssuchenden Phänotyp (CCR7- CCR5+ CCR6+) in Gewebe mit 
stattfindender Immunantwort einzuwandern.  
Zur weiteren Prüfung dieser Annahme sollte die Wanderung von Tregs in entzündliche 
Gewebe direkt analysiert werden. Daher wurden C57BL/6 Mäusen Schwämme unter die 
Haut implantiert, die entzündungsauslösende hitzeinaktivierte Listeria monocytogenes ent-
hielten. Zur Induktion von Proliferation und Expression von CCR5 und CCR6 in Tregs 
wurden die Tiere vier Tage nach der Implantation mit CD28SA behandelt. Nach weiteren 
drei Tagen wurden die eingewanderten Zellen aus den entnommenen Schwämmen durch 
mehrmaliges Spülen mit BSS/BSA herausgewaschen und ihre Foxp3 und IL-10 Expressi-
on analysiert. Die eingewanderten Zellen in den PBS behandelten Kontrolltieren enthielten 
in dem gesetzten Monozyten/Lymphozyten Fenster etwa 2-3 mal weniger CD4+ T-Zellen 
(0,87% ±0,17) als in CD28SA behandelten Tieren (2,21% ±0,33) (Abb. 23). Ein hoher An-
teil von ca. 40% der CD4+ T-Zellen exprimierte in beiden Gruppen Foxp3 und jeweils etwa 
ein Drittel dieser Tregs sezernierte IL-10. Ähnlich verhielten sich die Anteile in den Lymph-
knoten der CD28SA stimulierten Mäuse, auch wenn hier der Anteil an IL-10 Produzenten 
innerhalb der Tregs mit ca. 25% etwas niedriger lag als in den Schwämmchen. Im Gegen-
satz dazu konnten in den unstimulierten Lymphknoten nur geringe Anteile an Foxp3+  
(ca. 7%) und an IL-10+ Tregs (< 1%) detektiert werden (Abb. 23).  
IL-10 produzierende oder zumindest IL-10 kompetente Tregs scheinen sich somit in der 
Tat bevorzugt an Orten mit entzündlichen Prozessen anzusammeln. Sogar im Falle von 
sehr geringen Mengen an IL-10+ Tregs in den sekundären lymphoiden Geweben der PBS 





4.2.5 Stabilität der IL-10 Produktion regulatorischer T-Zellen in vitro 
Für die Induktion der IL-10 Produktion benötigen Tregs eine Kombination aus TZR Signal 
und IL-2 (Barthlott et al., 2005). Es wurde beobachtet, dass der Anteil der Tregs, die in 
vivo durch CD28SA zur IL-10 Produktion angeregt wurden, in vitro bei 37 °C schnell abfiel 
(Abb. 24). Um zu klären, unter welchen Bedingungen die IL-10 Produktion erhalten wer-
den kann, wurden zunächst CD4+ T-Zellen aus unstimulierten bzw. CD28SA stimulierten 
Mäusen aufgereinigt und für bis zu 24 Stunden in Medium oder mit anti-CD3, anti-CD28 
und IL-2 kultiviert. Anschließend wurde mittels IL-10 Sekretionsassay die IL-10 Produktion 
in den Tregs ermittelt. Wie bereits in Abb. 15A gezeigt wurde, sezerniert in unstimulierten 
Mäusen nur ein sehr geringer Anteil an Tregs IL-10. Auch durch die Stimulation mit anti-
CD3, anti-CD28 und IL-2 kam es innerhalb der beobachteten 24 Stunden zu keiner zu-
sätzlichen Induktion der IL-10 Produktion (Abb. 24). Im Gegensatz dazu konnte durch die 
Stimulation mit anti-CD3, anti-CD28 und IL-2 der Anteil an IL-10 produzierenden Tregs 
aus in vivo CD28SA stimulierten Tieren von 15% auf bis zu 60% gesteigert werden.  
 
 
Abb. 23: Migration der Tregs in vivo 
Schwämmchen mit hitzeinaktivierten Listeria monocytogenes wurden C57BL/6 Mäusen 
subkutan implantiert. Nach 4 Tagen wurden die Mäuse mit CD28SA oder PBS behandelt. 
An Tag 7 wurden die Zellen aus den Schwämmchen herausgewaschen, analysiert und 
mit CD4+ Lymphknotenzellen verglichen. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von 































Um die entscheidenden Faktoren bzw. die entscheidende Faktorkombination, die für den 
Erhalt bzw. die zusätzliche Induktion der IL-10 Produktion erforderlich sind, zu ermitteln, 
wurden CD4+ T-Zellen aus CD28SA stimulierten Mäusen für bis zu zwei Stunden unter 
den in Abb. 25 angegebenen Bedingungen kultiviert. In CD4+ T-Zellen, die für zwei Stun-
den bei 37 °C in Medium kultiviert wurden, reduzierte sich die Frequenz an IL-10+ Tregs 
um die Hälfte. Dagegen verminderte sich der Anteil bei Zellen, die für zwei Stunden auf 
Abb. 24: Stabilität der IL-10 Produktion CD28SA stimulierter Tregs in vitro 
CD4+ T-Zellen wurden aus CD28SA behandelten und unbehandelten C57BL/6 Mäusen 
an Tag 3 isoliert und wie angegeben mit bzw. ohne anti-CD3 (immobilisiert, 1 µg/ml), anti-
CD28 (immobilisiert, 5 µg/ml), und IL-2 (200 U/ml) kultiviert. Nach 2, 4 und 24 Stunden 
wurde der Anteil an IL-10 Produzenten in den Foxp3+ Zellen mit Hilfe des IL-10 Sekreti-
onsassays ermittelt. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von jeweils 3 Proben. 
Abb. 25: Einfluss der Kulturbedingungen auf die Stabilität der IL-10 Produktion  
CD4+ T-Zellen wurden aus CD28SA behandelten C57BL/6 Mäusen an Tag 3 isoliert und 
unter den angegebenen Bedingungen mit anti-CD3 (immobilisiert, 1 µg/ml), anti-CD28 
(immobilisiert, 5 µg/ml), CD28SA (immobilisiert, 10 µg/ml) und IL-2 (200 U/ml) für bis zu 
2 Stunden kultiviert, der Anteil an IL-10 Produzenten in den Foxp3+ Zellen mit Hilfe IL-10 
Sekretionsassay ermittelt. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von jeweils 3 Proben. 
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Eis inkubiert wurden, nicht. Überraschenderweise konnte CD28SA mit und ohne IL-2 den 
Verlust an IL-10+ Tregs nicht verhindern. Grund dafür könnte sein, dass die CD28 Molekü-
le durch die in vivo Behandlung mit CD28SA moduliert wurden oder noch mit CD28SA 
besetzt sind. Lediglich die Anwesenheit von anti-CD3 stabilisierte die IL-10 Produktion un-
abhängig von der Anwesenheit von anti-CD28 und/ oder exogenem IL-2. Für den Erhalt 
der IL-10 Produktion scheint somit die Stimulation des TZR wesentlich zu sein, möglicher-
weise in Kombination mit dem durch die CD28SA Bindung induzierten, noch vorhandenen 
CD28 Signal. Fraglich bleibt, ob das Absinken des Anteils an IL-10 Produzenten mit einem 
Absterben der IL-10+ Zellen oder mit der Termination der IL-10 Produktion zusammen-
hängt. 
4.2.6 Induktion der IL-10 Produktion in IL-10 negativen regulatorischen T-Zellen 
Die Ergebnisse aus Abb. 15 und Abb. 18 und meiner Diplomarbeit gaben Hinweise dar-
auf, dass IL-10 produzierende Foxp3+ Tregs von nicht-produzierenden Foxp3+ Tregs ab-
stammen könnten. Dies sollte im Folgenden durch die Aufreinigung von IL-10+Foxp3+ und 
IL-10-Foxp3+ T-Zellen sowohl in in vitro als auch in in vivo Versuchen geklärt werden. 
4.2.6.1 Stabilität der IL-10 produzierenden Tregs in vitro 
Für die Isolation von IL-10+Foxp3+ und IL-10-Foxp3+ T-Zellen mit hoher Reinheit wurden 
DEREG Mäuse (Foxp3-Reporter Maus) mit CD28SA behandelt und nach drei Tagen die 
CD4+CD25+ T-Zellen aufgereinigt. Diese wurden, um einen noch höheren Anteil an IL-10 
Produzenten zu erhalten, für 24 Stunden unter den in Abschnitt 4.2.5 dargestellten Bedin-
gungen (anti-CD3/anti-CD28/IL-2) kultiviert. Anschließend wurden die mit dem IL-10 
Sekretionsassay gefärbten Zellen durch den FACS-Sorter in IL-10+Foxp3+ und IL-10-
Foxp3+ Zellen aufgetrennt (Abb. 26A). Neben diesen sortierten Zellen wurden zur Kontrol-
le ungetrennte Zellen für weitere drei Tage mit anti-CD3/anti-CD28/IL-2 stimuliert. Täglich 
wurde die Zellzahl bestimmt und die Fähigkeit der Zellen zur IL-10 Produktion durch 
Restimulation mit PMA/Ionomycin in Anwesenheit von Monensin und anschließender in-
trazellulärer Färbung mit anti-IL-10 mAK überprüft. Während die Zellzahl der Foxp3+  
T-Zellen die ersten zwei Tage in allen drei Gruppen um etwa die Hälfte abnahm, stiegen 
die Zellzahlen der ungetrennten und IL-10-Foxp3+ Tregs an Tag 3 wieder an (Abb. 26B). 
Im Gegensatz dazu setzte sich der negative Trend in den IL-10+Foxp3+ Zellen fort, so 
dass an Tag 3 nur ca. 20% der ursprünglichen Foxp3+ Zellen übrig blieben. Zusätzlich zur 
Abnahme der Gesamtzellzahl an Foxp3+ in den IL-10+Fox3+ Zellen sank sowohl der Anteil 
als auch die Zahl der IL-10 Produzenten dramatisch (Abb. 26C, D). Dagegen konnten in 
den ursprünglich IL-10-Foxp3+ Zellen bereits nach 24 Stunden ca. 20% IL-10+ Zellen 
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nachgewiesen werden (Abb. 26D). Die Anwesenheit von neuen IL-10 Produzenten wurde 
durch die mittels ELISA nachgewiesene steigende IL-10 Konzentration bestätigt  






























Abb. 26: Instabilität des IL-10 produzierenden Phänotyps in vitro 
Isolierte CD4+CD25+ Tregs aus CD28SA behandelten DEREG Mäusen wurden 24 Stun-
den mit anti-CD3 (immobilisiert, 1 µg/ml), anti-CD28 (immobilisiert, 5 µg/ml) und IL-2 
(200 U/ml) stimuliert. Anschließend wurden die mit IL-10 Sekretionsassay gefärbten 
Zellen via FACS-Sorter in IL-10+Foxp3+ und IL-10-Foxp3+ Zellen aufgetrennt (A). Die 
aufgereinigten Zellen wurden für weitere 1 bis 3 Tage mit anti-CD3, anti-CD28 und IL-2 
weiterkultiviert und (B) die Zellzahlen der Foxp3+, (C) der IL-10+Foxp3+ Zellen und (D) der 
Anteil an IL-10 Produzenten in Foxp3+ Tregs bestimmt. Als Kontrolle wurden nicht weiter 
aufgereinigte CD4+CD25+ T-Zellen verwendet. (E) Die IL-10 Konzentration im Kulturüber-
stand wurde mittels IL-10 ELISA bestimmt. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von 




Demzufolge nimmt sowohl die Zellzahl als auch das Ausmaß der Zytokinproduktion in den 
IL-10 produzierenden Tregs auch unter optimalen Kulturbedingungen ab, während kulti-
vierte Nicht-Produzenten besser überleben und neue IL-10 Produzenten hervorbringen 
können. 
4.2.6.2 Akquisition der IL-10 Produktion von Tregs in vivo 
Zur Überprüfung der de novo Induktion von IL-10 sezernierenden Tregs in ursprünglich  
IL-10 negativen Tregs unter in vivo Bedingungen wurden Gesamt- und IL-10- CD4+  
T-Zellen aus CD28SA behandelten Thy1.1 Mäusen isoliert. Nach der CFSE Markierung 
wurden die Zellen in kongene C57BL/6 Mäusen injiziert, die wiederum nach 24 Stunden 
mit CD28SA behandelt wurden, um die Zellen weiter zu vermehren und zur IL-10 Produk-
tion anzuregen. Die Analyse der IL-10 und Foxp3 Expression an Tag 4 zeigte, dass sich 
hauptsächlich die Foxp3+ T-Zellen geteilt hatten (Abb. 27). Dies führte zu einem Anstieg in 
der Frequenz an Foxp3+ Zellen von 7% auf 18% in den transferierten Gesamtzellen und 
von 20% auf 30% in den transferierten IL-10- T-Zellen. Die Induktion der IL-10 Produktion 
fand dabei fast ausschließlich in Foxp3+ T-Zellen statt. Interessanterweise konnten in den 
transferierten IL-10-CD4+ T-Zellen deutlich mehr IL-10 Produzenten (12,3% IL-10+ in 
Foxp3+ bzw. 4,38% IL-10+ in CD4+) nachgewiesen werden als in den transferierten Ge-
samtzellen (6,32% IL-10+ in Foxp3+ bzw. 1,24% IL-10+ in CD4+). Dies weist daraufhin, wie 
effektiv die Induktion neuer IL-10 Produzenten aus Nicht-Produzenten ist. In Übereinstim-
mung mit den Daten transferierter unstimulierter CD4+ T-Zellen (Abb. 18) wurden die IL-10 












Abb. 27: In vivo Konversion IL-10 negativer Tregs 
1·107 aufgereinigte CFSE-markierte CD4+ bzw. CD4+IL-10- T-Zellen aus Thy1.1 Mäusen 
3 Tage nach CD28SA Stimulation wurden einen Tag vor der CD28SA Behandlung i.v. in 
kongene Thy1.2 Mäuse transferiert. 3 Tage später wurden die Zellteilung, die Foxp3 und 
IL-10 Expression in den transferierten Zellen analysiert. Die Graphen zeigen die FACS- 
Analyse der transferierten T-Zellen mit dem prozentualen Anteil an IL-10 produzierenden 
Zellen (Mittelwert von 2-3 Mäusen/Gruppe).  
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Zusammenfassend ist der IL-10 produzierende Phänotyp der Tregs weder in den in vitro 
noch in den in vivo Versuchen stabil. Vielmehr können nach der Expansion IL-10- Tregs zu 
IL-10 produzierenden Tregs konvertieren, die dann, wie in Abschnitt 4.2.4 gezeigt wurde, 
in entzündliche Gewebe einwandern. 
4.2.7 Apoptosesensitivität IL-10 produzierender regulatorischer T-Zellen 
Apoptose oder programmierter Zelltod ist ein geregelt ablaufendes Zerstörungsprogramm 
der Zelle, das zum Abbau der Kern-DNA, Degeneration und Kondensation des Zellkerns 
sowie zur Phagozytose der Zellfragmente führt, ohne dabei eine Entzündungsreaktion 
auszulösen. Dieser Prozess spielt in T-Zellen eine entscheidende Rolle bei der Entwick-
lung, der Differenzierung und beim Erhalt der Homöostase (Übersicht in Xu et al., 2007). 
Durch das Fehlen von Überlebenssignalen (wie z.B. IL-2) oder durch apoptose-
induzierende Signale (wie z.B. DNA Schäden, TNF oder FasL) werden eine Reihe von 
Cysteinproteasen, sogenannten Caspasen, aktiviert, die unter anderem zur Chromatin 
Kondensation und indirekt zur Fragmentierung der DNA führen. Eine besondere Rolle bei 
der Apoptoseregulation spielen Proteine der Bcl-2 Familie, die entsprechend ihrer Funkti-
on in pro- und anti-apoptotische Mitglieder unterteilt werden. Anti-apoptotische Moleküle 
wie Bcl-2 und Bcl-xL können den programmierten Zelltod verhindern und so das Überle-
ben der Zelle sichern, während pro-apoptotische Moleküle wie Bax, Bim und Bad den Zell-
tod herbeiführen (Übersicht in Gross, A. et al., 1999).  
In Abb. 26 wurde trotz optimaler Kulturbedingungen ein starker Abfall in der Anzahl der 
lebenden Foxp3+ Zellen, insbesondere in den IL-10 produzierenden Tregs, beobachtet. 
Um zu klären, ob diese Abnahme an lebenden Zellen durch eine erhöhte Apoptosesensiti-
vität entsteht, wurden die kultivierten IL-10+Foxp3+ und IL-10-Foxp3+ Zellen (wie in  
Abb. 26) auf die Expression der Apoptosemarker Annexin V und 7AAD untersucht.  
Annexin V bindet Phosphatidylserin, das in einem frühen Apoptosestadium auf die Außen-
seite der Membran gelangt. 7AAD (7 Aminoactinomycin D), das ein spätes Apopto-
sestadium anzeigt, interkaliert mit der DNA, die nur in toten Zellen mit aufgebrochener 
Membran frei zugänglich ist (Schmid et al., 1992; Zhang, G. et al., 1997). Wie bereits an-
genommen stieg der Gesamtanteil an apoptotischen (Annexin V+7AAD- und Annexin 
V+7AAD+) Zellen in den IL-10+Foxp3+ Zellen (aus Versuch Abb. 26) kontinuierlich an, wäh-
rend sich der Anteil in den IL-10-Foxp3+ Zellen bereits nach einem Tag stabilisierte  





































Abb. 28: Apoptoseanfälligkeit der IL-10 produzierenden Tregs  
(A) Isolierte CD4+CD25+ Tregs aus CD28SA behandelten DEREG Mäusen wurden 24 
Stunden mit anti-CD3 (immobilisiert, 1 µg/ml), anti-CD28 (immobilisiert, 5 µg/ml) und IL-2 
(200 U/ml) stimuliert. Anschließend wurden die mit IL-10 Sekretionsassay gefärbten Zel-
len via FACS-Sorter in IL-10+Foxp3+ und IL-10-Foxp3+ Zellen aufgetrennt. Die aufgerei-
nigten Zellen wurden für weitere 1 bis 3 Tage mit anti-CD3, anti-CD28 und IL-2 weiterkul-
tiviert und auf Annexin V und 7AAD positive Zellen analysiert. Als Kontrolle wurden nicht 
weiter aufgereinigte CD4+CD25+ T-Zellen verwendet. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± 
SD von 3 Experimenten. ** p<0.005 im Vergleich IL-10+Foxp3+ zu IL-10-Foxp3+ Zellen 
(B) FACS-Analyse der Doppelfärbung mit Annexin V und Klon 10-7A (Phospholipide) 
(C) Durchschnittliche Fluoreszenzintensität der Klon 10-7A Färbung von CD4+ T-Zellen 
3 Tage nach D665 Injektion in Abhängigkeit von IL-10 und Foxp3. Die Daten zeigen die 
Mittelwerte ± SD von 3 bzw. 6 Mäusen. Ungepaarter t-Test: ** p<0.005, ∆MFI (durch-
schnittliche Fluoreszenzintensität) = (MFI(Marker)−MFI(Isotyp)) 
Abb. 29: Charakterisierung des Klons 10-7A 
(A) Aufgereinigten in vivo mit CD28SA aktivierten Ratten T-Zellen wurden 48 Stunden in 
Medium mit IL-2 inkubiert und anschließend mit Klon 10-7A und CD25 gefärbt. (B) Mittels 
ELISA wurden Phosphatidylethanolamin, Phosphatidylserin und Cardiolipin als spezifi-
sche Antigene des monoklonalen Antikörpers Klon 10-7A ermittelt. (Durchgeführt von 
K. McPherson (A) und M. Herrmann (B)) 
A B 
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Der IgM Antikörper Klon 10-7A, den Frau K. McPherson in unserer Arbeitsgruppe isolierte, 
um damit aktivierte Ratten Tregs zu detektieren (Abb. 29A), bindet ähnlich wie Annexin V, 
an Phospholipide, zeigt jedoch eine bessere Auflösung als die Annexin V Färbung  
(Abb. 28B). Er ist, wie durch ELISA von Herrn M. Herrmann (Erlangen) bestimmt wurde, 
spezifisch für die Phospholipide Phosphatidylethanolamin, Phosphatidylserin und Cardio-
lipin (Abb. 29B). Um den angenommenen prä-apoptotischen Phänotyp der IL-10 produzie-
renden Tregs auch ex vivo zu überprüfen, wurden Zellen aus CD28SA behandelten Mäu-
sen mit mAKs 10-7A, IL-10 und Foxp3 gefärbt. In der Tat exponierten IL-10 produzierende 
Tregs deutlich mehr Phospholipide auf ihrer äußeren Plasmamembran als IL-10- Tregs 























Dies bestätigten die Ergebnisse der vergleichenden Genexpressionsanalyse (siehe Dip-
lomarbeit) von aufgereinigten IL-10+CD4+CD25+ T-Zellen und IL-10-CD4+CD25+ T-Zellen. 
Hier konnte gezeigt werden, dass mehrere pro-apoptotische Gene wie Caspase 3, Pten, 
Abb. 30: Genexpressionsdaten des Funktionsclusters „Apoptose“ (DAVID) 
IL-10+ und IL-10-CD4+CD25+ Tregs wurden aus CD28SA stimulierten C57BL/6 Mäusen 
an Tag 3 aufgereinigt und die Genexpression mittels Microarray analysiert. Es wurden die 
Gene ausgewählt, deren Transkripte eine < 2-fache Veränderung und einen bereinigten 
p-Wert > 0,001 zeigten. (Daten aus meiner Diplomarbeit „Charakterisierung und Identifi-
zierung von Subpopulationen regulatorischer T-Zellen der Maus“) 
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Bcl211 (Bim), Rock1 oder Apaf1 in den IL-10 produzierenden Tregs im Vergleich zu den 
nicht-produzierenden Tregs hochreguliert wurden, während für die Expression des anti-
apoptotisches Bcl-2 das Gegenteil zutraf (Abb. 30). Yamaguchi et al., 2007 zeigten be-
reits, dass antigen-spezifische Tregs nach in vivo Aktivierung nur wenig anti-apoptotisches 
Bcl-2 Protein exprimieren. Auch die in vivo mit CD28SA aktivierten Tregs und insbesonde-
re die IL-10+Foxp3+ Tregs exprimierten deutlich weniger Bcl-2 Protein als die damit vergli-
















Einen abschließenden Hinweis, dass IL-10 produzierende Tregs apoptoseanfällig sind, 
wurde durch Färbung in vivo aktivierter Tregs mit einem Antikörper spezifisch für aktive 
Caspase 3 erlangt. Caspase 3 ist eine Effektor-Caspase, deren inaktive Vorläuferform 
durch die Initiator-Caspasen 8 und 9 aktiviert wird und maßgeblich am programmierten 
Tod der Zellen beteiligt ist (Übersicht in Xu et al., 2007). Durch die Genexpressionsanaly-
se war zwar bereits bekannt, dass IL-10+CD4+CD25+ Zellen deutlich mehr (78-fach) 
Caspase 3 exprimieren als IL-10-CD4+CD25+ Zellen (Abb. 30), jedoch konnten daraus 
keine Schlussfolgerungen über die Menge an funktionell aktivem Protein gezogen werden. 
Ex vivo Färbung von in vivo CD28SA stimulierten Lymphknotenzellen ergab einen signifi-
kant höheren Anteil an aktiver Caspase 3 positiven Zellen in den IL-10 Produzenten als in 
den Nicht-Produzenten (Abb. 32A). Auch aufgereinigte CD4+CD25+ aus CD28SA behan-
delten Mäusen, kultiviert mit anti-CD3, anti-CD28 und IL-2, zeigten nach drei Tagen deut-
lich mehr aktive Caspase 3 positive Zellen in IL-10+Foxp3+ Zellen als in den IL-10-Foxp3+ 
(Abb. 32B).  
Abb. 31: Expression von anti-apoptotischem Bcl-2 in CD28SA behandelten T-Zellen 
CD4+ T-Zellen aus CD28SA behandelten Mäusen wurden an Tag 3 auf Bcl-2, IL-10 und 
Foxp3 Expression analysiert. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von 3 Mäusen. 
























Im „ruhenden“ Immunsystem kommen in den Lymphknoten nur wenige IL-10 produzieren-
de Tregs vor. Durch die polyklonale in vivo Stimulation der Tregs mit CD28SA nimmt ne-
ben der Vermehrung der Tregs auch die IL-10 Produktion in den Tregs dramatisch zu. 
Diese wird im Vergleich zur Expansion zeitlich leicht versetzt induziert. Durch die Anrei-
cherung der IL-10 Produzenten wurde es möglich, sowohl den Phänotyp als auch die 
Funktion dieser Tregs näher zu untersuchen. Es konnte gezeigt werden, dass CD28SA 
induzierte IL-10 produzierende Tregs stark aktivierte Zellen mit hoher supprimierender Ak-
tivität sind. Jedoch vermittelte zumindest bei den durchgeführten in vitro Assays das pro-
duzierte IL-10 nicht die inhibierende Aktivität der Tregs. Interessanterweise konnte beo-
bachtet werden, dass durch die CD28SA Stimulation sich das Muster der von Tregs 
exprimierten Migrationsmarker verschob. Der lymphknotensuchende CCR7+CCR5-CCR6- 
Abb. 32: Höherer Anteil aktive Caspase3 exprimierender Zellen in IL-10+Foxp3+ 
Tregs 
(A) CD4+ T-Zellen aus CD28SA behandelten Mäusen wurden an Tag 3 auf aktive Caspa-
se 3, IL-10 und Foxp3 Expression analysiert. (B) Aufgereinigte CD4+CD25+ aus CD28SA 
stimulierten Mäusen wurden für 2 bis 3 Tage mit anti-CD3 (immobilisiert, 1 µg/ml), anti-
CD28 (immobilisiert, 5 µg/ml) und IL-2 (200 U/ml) kultiviert und auf aktive Caspase 3, 





IL-10 negative Phänotyp veränderte sich nach der Stimulation in einen entzündungssu-
chenden CCR7-CCR5+CCR6+ Phänotyp mit vermehrter IL-10 Produktion. Im Einklang da-
mit wurden die funktionell hoch aktiven IL-10 Produzenten verstärkt in entzündlichen Be-
reichen nachgewiesen. Abschließend wurde beobachtet, dass aufgereinigte in vitro wei-
terkultivierte IL-10 positive Tregs eine höhere Apoptoseanfälligkeit aufweisen im Vergleich 
zu aufgereinigten IL-10 negativen Tregs, aus denen dafür neue IL-10 Produzenten entste-
hen können. Diese Daten unterstützen ein Modell, bei dem die Aktivierung der Tregs zu 
einer terminalen Differenzierung der Zellen führt, die letztendlich durch das programmierte 
Absterben der Zellen auch für das Ende der Immunsuppression sorgt  
(Abb. 33).  
Zusammenfassend konnten unsere Daten somit einen Zusammenhang zwischen klonaler 
Expansion, funktioneller Differenzierung, Migration in Entzündungsherde und erhöhter 





Abb. 33: Terminale Differenzierung und Apoptose IL-10 produzierender Tregs 
Tregs in den lymphoiden Organen werden durch einen Stimulus (normal Kostimulation 
und IL-2) aktiviert. Dies führt zu Veränderungen in den Oberflächenrezeptoren (CCR5, 
CCR6, CD103), die die aktivierten Tregs in entzündliches Gewebe leiten, und zur Induk-
tion der IL-10 Produktion. Die supprimierenden Effekte sind selbst-limitierend, da auf die 
IL-10 Produktion die Apoptose der Tregs folgt.  
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4.3 Die Rolle der CD28 Kostimulation bei der Konversion konventioneller zu regu-
latorischen CD4+ T-Zellen 
Tregs, die wichtig für den Erhalt der Homöostase des Immunsystems sind, können in zwei 
Subpopulationen unterteilt werden, natürlich vorkommende (nTregs) und induzierte Tregs 
(iTregs). Während nTregs sich im Thymus zu Foxp3 exprimierenden CD4+ T-Zellen diffe-
renzieren, können sich in der Peripherie unter einer Vielzahl von Bedingungen aus reifen 
Tkons CD4+Foxp3+ iTregs entwickeln. Beide spielen eine wesentliche Rolle bei der Regu-
lation der Immunantwort. Auf Grund von Unterschieden im TZR-Repertoires wird jedoch 
davon ausgegangen, dass nTregs und iTregs zum Teil unterschiedliche Funktionen besit-
zen. nTregs verleihen demnach eher Toleranz gegen Selbstantigene, während iTregs eine 
Toleranz gegen Fremdantigene wie z.B. Allergene im Darm ermöglichen (Übersicht in 
Mayne et al., 2013). iTregs lassen sich auch durch die Stimulation des TZR in Anwesen-
heit von TGFβ in vitro generieren. Bezüglich der Notwendigkeit der Kostimulation durch 
CD28 gab es einige widersprüchliche Ergebnisse. Einerseits konnte mit Hilfe von CD28 
defizienten Mäusen gezeigt werden, dass CD28 sowohl in vivo als auch in vitro für die 
Entstehung von iTregs notwendig ist (Guo, F. et al., 2008). Andererseits zeigten in vitro 
Daten, dass ein starkes CD28 Signal die Foxp3 Induktion in Tkons inhibieren kann bzw. 
dass IL-2 bei fehlendem CD28 Signal Tkons zu Foxp3 T-Zellen konvertieren kann 
(Selvaraj et al., 2007; Semple et al., 2011). Eine gute Erklärung für diese Widersprüche 
wurde von Gabrysova et al. dargestellt, die zeigten, dass die integrierte Stärke des 
TZR/CD28 Signals die Effektivität der Foxp3 Induktion in Abhängigkeit der Zytokine IL-2 
und TGFβ reguliert (Gabrysova et al., 2011). Hier konnte auch beobachtet werden, dass 
ein schwaches TZR Signal in Kombination mit einem starken CD28 Signal zu einer effekti-
ven iTreg Induktion führt. Da bei der Stimulation von T-Zellen durch CD28SA ähnliche 
TZR und CD28 Signalstärken zusammenspielen, sollte im Folgenden untersucht werden, 
ob die in vitro CD28SA Stimulation ebenfalls in naiven Tkons Foxp3 Expression induzieren 
kann und welche Eigenschaften die so generierten iTregs haben. 
4.3.1 Konversion zu regulatorischen T-Zellen bei suboptimaler T-Zellrezeptor  
Stimulation  
Um zu bestätigen, dass bei schwachem TZR Signal und starkem CD28 Signal naive  
T-Zellen zu iTregs differenzieren, wurden zunächst naive CD4+CD25- T-Zellen aus 
C57BL/6 Mäusen aufgereinigt und mit unterschiedlichen Konzentrationen an immobilisier-
ten Antikörpern (anti-CD3: 0-5 µg/ml, anti-CD28: 0-160 µg/ml) kultiviert. Nach drei Tagen 
wurden die Zellzahl und die Foxp3 Expression der CD4+ Zellen analysiert. Während die 
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maximale Gesamtzellzahl durch die Kombination aus hoher anti-CD3 und anti-CD28  
Konzentration erreicht wurde (Abb. 34A), konnten die maximale Anzahl und Frequenz an 
CD4+Foxp3+ T-Zellen, wie auch schon von Gabrysova et al., 2011 beschrieben, nur bei 
niedriger anti-CD3 (1 µg/ml) und hoher anti-CD28 (40 bzw. 160 µg/ml) Konzentration er-
reicht werden (Abb. 34B, C). Eine wie von Gabrysova et al., 2011 beschriebene Hem-
mung der Foxp3 Induktion bei starker TZR Stimulation mit gleichzeitig starker CD28 Sti-
mulation konnte, evtl. auf Grund der Unterschiede in den Kulturbedingungen (immobilisier-



















Ebenfalls ein schwaches (tonisches) TZR Signal in Kombination mit einem starken CD28 
Signal erhalten die Zellen bei Stimulation mit CD28SA. Obwohl in vivo kaum eine Konver-
sion von CD4+Foxp3- zu Foxp3+ T-Zellen durch CD28SA induziert wurde (Abb. 10), konn-
te bei in vitro Versuchen mit CD4+CD25- T-Zellen ein konzentrationsabhängiger Anstieg 
der Gesamtzellzahl sowie der Frequenz und der Anzahl an Foxp3+ T-Zellen ermittelt wer-
den (Abb. 35). Aufgrund einer hohen Variabilität in der Effektivität der Foxp3 Induktion mit 
immobilisiertem CD28SA wurden alternativ antikörpergebundene Dynabeads mit CD28SA 
inkubiert und für die Konversion naiver Tkons getestet. Erstaunlicherweise überstieg die 
mit CD28SA Dynabeads induzierte Foxp3 Expression deutlich die der durch immobilisier-
Abb. 34: Abhängigkeit der Foxp3 Induktion von der anti-CD3 und anti-CD28 Kon-
zentration 
Aufgereinigte CD4+CD25- T-Zellen wurden mit unterschiedlichen Konzentrationen an 
anti-CD3 und anti-CD28 (beide immobilisiert) stimuliert. An Tag 3 wurden (A) die Ge-
samtzellzahl, (B) die Zellzahl und (C) der Anteil an CD4+CD25+Foxp3+ Zellen analysiert. 




ten CD28SA vermittelten (Abb. 36). Daraufhin wurde für die weiteren Experimente die 
Stimulation mit Dynabeads bevorzugt. Zudem bieten Dynabeads den Vorteil, dass die Zel-
len nach der Stimulation über einen Magneten wieder von diesen getrennt werden und so 






























Ein Vergleich der CD28SA vermittelten Konversion mit einer für die iTreg Induktion opti-
mierten Stimulation (anti-CD3/anti-CD28 (im Verhältnis 1:10) Dynabeads in Anwesenheit 
Abb. 35: Abhängigkeit der Foxp3 Induktion von der CD28SA Konzentration 
Aufgereinigte CD4+CD25- T-Zellen wurden mit unterschiedlichen Konzentrationen an 
CD28SA (immobilisiert) stimuliert. An Tag 4 wurden (A) die Gesamtzellzahl, (B) die Zell-
zahl und (C) der Anteil an CD4+CD25+Foxp3+ Zellen analysiert. Die Daten zeigen die 
Mittelwerte ± SD von jeweils 3 Proben. 
Abb. 36: Vergleich der Effektivität der Foxp3 Induktion 
Aufgereinigte CD4+CD25- T-Zellen wurden mit CD28SA (immobilisiert, 10 µg/ml) bzw. mit 
CD28SA Dynabeads stimuliert. An Tag 3 wurde die Anzahl der CD4+Foxp3+ Zellen ver-





von exogenem IL-2 und TGFβ) sollte Aufschluss über die Effektivität von CD28SA brin-
gen. Dazu wurden CD4+CD25- T-Zellen aufgereinigt und über zehn Tage die Anzahl und 
die Frequenz an Foxp3+ T-Zellen unter den jeweiligen Kulturbedingungen bestimmt. Um 
die Zellzahlen auf einem ähnlichen Niveau zu halten, wurden die Zellen alle drei bis vier 
Tage auf zwei Näpfe aufgeteilt und das fehlende Volumen mit warmem Medium und IL-2 
(200 U/ml) ersetzt. Das zugesetzte IL-2 diente der Stabilisierung der generierten iTregs 
(Chen, Q., Kim, et al., 2011). Während der Prozentsatz an CD4+Foxp3+ T-Zellen bei Sti-
mulation mit anti-CD3/anti-CD28 Dynabeads über die beobachteten zehn Tage konstant 
über dem mit CD28SA Dynabeads erzielten lag (Abb. 37B), konnten aufgrund der höhe-
ren Gesamtzellzahl in der CD28SA Stimulation (Abb. 37A) ab dem fünften Tag mehr 


















Durch die Depletion der CD25+ Zellen können nicht alle Foxp3+ Tregs entfernt werden, da 
eine kleine Subpopulation der Foxp3+ Tregs CD25 nicht oder nur schwach exprimiert 
(Fontenot et al., 2005). Um die Bedeutung dieser Foxp3+ Zellen, die weniger als 1% der 
eingesetzten Zellen ausmachen, bei der Konversion beurteilen zu können, wurden einer-
seits Tkons aus OT-II RAG1-/- Mäusen verwendet und andererseits Thy1.1+CD4+CD25- mit 
CD4+Foxp3+ aus kongenen Thy1.2 Mäusen gezielt kontaminiert.  
Abb. 37: Kinetik der Foxp3 Induktion 
Aufgereinigte CD4+CD25- T-Zellen wurden mit CD28SA Dynabeads bzw. mit anti-
CD3/anti-CD28 Dynabeads in Anwesenheit von IL-2 (100 U/ml) und TGFß (5 ng/ml) sti-
muliert. An Tag 3, 4, 5, 7 und 10 wurden (A) die Gesamtzellzahl, (B) der Anteil und (C) 
die Zellzahl an CD4+Foxp3+ Zellen analysiert. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von 




A B C 
OT-II RAG1-/- Mäuse besitzen einen transgenen TZR spezifisch für Hühner Ovalbumin 
(OVA), das von MHC-Klasse II I-Ab Molekülen präsentiert wird (Barnden et al., 1998). 
Aufgrund der RAG1 (recombination activating gene 1) Defizienz können diese Tiere die 
somatische Rekombination des TZR und BZR nicht durchführen und besitzen deshalb nur 
CD4+ T-Zellen mit OVA spezifischem TZR. Zudem enthalten die CD4+ T-Zellen dieser 
Mäuse keine Foxp3+ Tregs. Grund dafür ist, dass über den transgenen TZR, dessen Pep-
tid nicht im Thymus exprimiert wird, die für die Treg Entwicklung notwendige Signalstärke 
nicht vermittelt werden kann (Übersicht in Simons et al., 2010). Um nun Konversion in 
Tkons unabhängig von nTregs zu untersuchen, wurden CD4+CD25- T-Zellen aus OT-II 
RAG1-/- Mäusen isoliert und für sieben Tage mit CD28SA Dynabeads bzw. anti-CD3/ 
anti-CD28 Dynabeads (+ IL-2/TGFβ) stimuliert. Wie in Abb. 38 deutlich wird, konnten bei-
de Kulturbedingungen in naiven Tkons Foxp3 Expression und damit Konversion induzie-
ren. Die Frequenz und auch die Anzahl an Foxp3+ T-Zellen lag jedoch niedriger als bei 











Welchen Anteil kontaminierende Tregs an der aus CD4+CD25- T-Zellen nicht-TZR trans-
gener Mäuse entstehenden Foxp3+ T-Zellpopulation haben, wurde mit folgendem Versuch 
ermittelt. CD4+CD25- T-Zellen aus Thy1.1 Mäusen wurden aufgereinigt, CFSE markiert 
und für sieben Tage mit CD28SA Dynabeads bzw. anti-CD3/anti-CD28 Dynabeads  
(+ IL-2/TGFβ) kultiviert. Diese Kultur enthielt 0,84% Foxp3+ T-Zellen (Abb. 39A links). 
Zusätzlich wurden aus Foxp3.RFP Mäusen, die das Reportergen RFP unter Kontrolle des 
Foxp3 Promotors exprimieren, mit dem FACS-Sorter CD4+Foxp3 (RFP)+ Zellen aufgerei-
nigt. Diese ebenfalls CFSE markierten, kongenen Zellen wurden mit einem Anteil von 1% 
bzw. 0,5% der Kultur zugesetzt. Nach zwei, drei, vier und sieben Tagen wurden die Anzahl 
an CD4+Foxp3+ Zellen und die durchschnittliche Anzahl an Zellteilungen (acd) der Thy1.1+ 
und der Thy1.2+ Zellen bestimmt. Während die Anzahl an Foxp3+ Zellen in Thy1.1+ Zellen 
Abb. 38: Foxp3 Induktion in OT-II Rag1-/- T-Zellen 
Aufgereinigte CD4+CD25- T-Zellen wurden mit CD28SA Dynabeads bzw. mit anti-
CD3/anti-CD28Dynabeads in Anwesenheit von IL-2 (100 U/ml) und TGFß (5 ng/ml) sti-
muliert. An Tag 7 wurden (A) die Gesamtzellzahl, (B) der Anteil und (C) die Zellzahl an 
CD4+Foxp3+ Zellen miteinander verglichen. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von 
jeweils 3 Proben. (Durchgeführt unter Mithilfe von V. Schneider) 
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bei beiden Kulturbedingungen stetig anstieg, blieb die Anzahl der zugesetzten Thy1.2+ 
Foxp3+ Zellen in etwa konstant (Abb. 39B). Die konstante Zellzahl stand jedoch in Kon-
trast zu den hohen acd-Werten, die denen der Thy1.1+Foxp3+ Zellen bei anti-CD3/ 
anti-CD28 Stimulation ähnelten (Abb. 39C). Wahrscheinlich wurde die Proliferationsrate 























Zusammen zeigten die Versuche mit OT-II RAG-/- Zellen sowie das Spiking der 
CD4+CD25- Kultur mit CD4+Foxp3+ T-Zellen eindeutig, dass durch CD28SA und anti-CD3/ 
anti-CD28 (+ IL-2/TGFβ) Stimulation Konversion induziert wurde. Der Anteil von ca. 1% an 
Abb. 39: Spiking der CD4+CD25- Kultur mit CD4+Foxp3+ T-Zellen 
(A) Aufgereinigte CFSE markierte CD4+CD25- T-Zellen von Thy1.1 Mäusen wurden mit 
CD28SA Dynabeads bzw. mit anti-CD3/anti-CD28 Dynabeads in Anwesenheit von IL-2 
(100 U/ml) und TGFß (5 ng/ml) stimuliert. Zusätzlich wurden 1·103 bzw. 2·103 isolierte 
CFSE markierte Thy1.2+ CD4+Foxp3+ Zellen von Foxp3.RFP Mäusen als „Kontamination“ 
zugefügt. An Tag 2, 3, 4 und 7 wurden (B) die Zellzahl CD4+Foxp3+ Zellen und (C) die 
durchschnittliche Anzahl der Zellteilungen (acd) bestimmt. Die Daten zeigen die Mittel-





kontaminierenden Foxp3+ Tregs innerhalb der iTregs war dabei vernachlässigbar gering 
und dies, obwohl CD28SA in vivo Tregs dramatisch expandieren kann (Abb. 9).  
CD28SA ist somit in vitro, wenn auch nicht in vivo, wahrscheinlich bedingt durch die be-
sondere Kombination aus schwachem TZR und starkem CD28SA Signal, sehr effektiv im 
Generieren von iTreg. Im Folgenden sollten die Umstände der iTreg Induktion sowie deren 
Phänotyp und Funktionalität überprüft werden. 
4.3.2 Einfluss von IL-2 und TGFβ auf die Konversion von konventionellen zu regu-
latorischen CD4+ T-Zellen 
Sowohl IL-2 als auch TGFβ sind wesentlich für die in vitro Konversion von Tkons zu iTregs 
(Chen, W. et al., 2003; Zheng et al., 2007). Während TGFβ zusammen mit IL-2 die Foxp3 
Expression induziert, kann IL-2 zusätzlich diese Zellen expandieren (Zheng et al., 2007). 
Um zu klären, ob die CD28SA Stimulation ebenfalls abhängig von IL-2 und TGFβ ist, bzw. 
ob die iTreg Induktion durch diese Zytokine weiter gesteigert werden kann, wurden 
CD4+CD25- T-Zellen in Anwesenheit von exogenem IL-2, TGFβ bzw. Zytokinsignalweg-
Inhibitoren und blockierenden Antikörpern inkubiert. Nach viertägiger Stimulation mit 
CD28SA oder anti-CD3/anti-CD28 Dynabeads wurden die Gesamtzellzahl und die Anzahl 
an CD4+Foxp3+ T-Zellen der unterschiedlichen Kulturbedingungen verglichen.  
Im Gegensatz zur Stimulation der naiven T-Zellen mit anti-CD3/anti-CD28 Dynabeads 
konnte die Stimulation mit CD28SA Dynabeads ohne die Zugabe von exogenem IL-2 und 
TGFβ in vielen Zellen eine Foxp3 Expression induzieren (Abb. 40). Die Frequenz  
(1,7-fach) und auch die Menge (1,4-fach) an iTregs konnte nur durch die Zugabe beider 
Zytokine gesteigert werden. Die Zugabe von TGFβ konnte die Frequenz an Foxp3+ Zellen 
deutlich erhöhen, durch die inhibierende Wirkung von TGFβ auf die Zellproliferation 
(Delisle et al., 2013) blieb die Gesamtzellzahl jedoch gering. Die Zugabe von IL-2 allein 
beeinflusste die Menge an Tregs nicht signifikant. Im Gegensatz dazu konnte IL-2 bei Sti-
mulation mit anti-CD3/anti-CD28 Dynabeads die Gesamtzellzahl und die Menge an iTregs 
signifikant steigern. Eine wirklich effiziente Foxp3 Induktion konnte aber nur durch die Zu-
gabe beider Zytokine erzeugt werden.  
Da CD28SA unabhängig von exogenem IL-2 und TGFβ iTregs effektiv induzieren konnte, 
stellte sich die Frage, ob diese Konversion unabhängig von diesen Zytokinen ist. Eine Blo-
ckade des TGFβ Typ I Rezeptors (ALK5) durch den Inhibitor SB431542 (Inman et al., 
2002) sowie die Zugabe von blockierendem anti-TGFβ Antikörper konnten jedoch nach-
weisen, dass TGFß essentiell für die Konversion war. Ähnliches zeigte sich auch durch die 
Zugabe von blockierendem anti-IL-2 Antikörper (S4B6) für IL-2. In allen Fällen wurde die 
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Inhibition der Foxp3 Induktion zumindest teilweise durch die zusätzliche Zugabe des je-
weils blockierten Zytokins wieder aufgehoben (Abb. 40).  
Die CD28SA vermittelte iTreg Konversion benötigt somit neben der TZR/CD28 Stimulation 
auch die Zytokine IL-2 und TGFβ. Aufgrund einer optimalen endogenen IL-2 und TGFβ 
Produktion und/oder durch CD28SA vermittelte zellintrinsische Veränderungen ist die Kon-






4.3.3 Phänotyp induzierter regulatorischer T-Zellen 
Es ist bekannt, dass in vitro generierte iTregs Teile der Treg Signaturgene nicht exprimie-
ren (Hill et al., 2007) und sich damit auch phänotypisch in der Expression Treg spezifi-
scher Marker von ex vivo Tregs unterscheiden. Inwiefern sich CD28SA induzierte iTregs 
und ex vivo Tregs bzw. in vitro CD28SA stimulierte Tregs ähneln, wurde durch FACS-
Analyse verschiedener Aktivierungs- und Treg spezifischer Marker untersucht (Informatio-
Abb. 40: Konversion in Abhängigkeit von IL-2 und TGFβ 
Aufgereinigte CD4+CD25- T-Zellen wurden mit CD28SA Dynabeads bzw. mit anti-
CD3/anti-CD28 Dynabeads in An- und Abwesenheit von IL-2 (500 U/ml), TGFß (5 ng/ml), 
SB431542 (TGFß Inhibitor, 40 nmol/ml), S4B6 (blockierender IL-2 mAk, 10 µg/ml) und 
aTGF (blockierender TGFß mAK, 0,2 µg/ml) stimuliert. An Tag 3 wurden (A) die Gesamt-
zellzahl und (B) die Zellzahl der CD4+Foxp3+ Zellen bestimmt. Die Daten zeigen die Mit-
telwerte ± SD von jeweils 9-15 Proben.  
Mann-Whitney U Test: * p<0.05, ** p<0.005, *** p<0.001  
A B 
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nen zu den Markern Tabelle 4, Seite 55). Dazu wurden CD4+Foxp3- bzw. CD4+Foxp3+  
T-Zellen aus Foxp3.RFP Mäusen mit dem FACS-Sorter aufgereinigt, mit anti-CD3/anti-
CD28 (+ IL-2/ TGFβ) bzw. CD28SA Dynabeads stimuliert und an Tag 7 mit ex vivo CD4+ 
T-Zellen in Abhängigkeit ihrer Foxp3 Expression miteinander verglichen. Zunächst fiel auf, 
dass durch die Stimulation mit CD28SA bzw. anti-CD3/anti-CD28 iTregs alle Marker, mit 
Ausnahme von CD45RB, CD69 und CTLA-4 bei anti-CD3/anti-CD28 Stimulation im Ver-
gleich zu ex vivo Tkons, hochregulierten (Abb. 41). Im Einklang mit den Ergebnissen aus 
Abschnitt 4.1 und 4.2 erwies sich CD28SA auch in vitro als sehr potenter Treg Aktivator im 
Vergleich zur konventionellen Stimulation. Zwischen CD28SA und anti-CD3/anti-CD28 
induzierten iTregs konnten bis auf die etwas erhöhte Expression der kostimulatorischen 
Moleküle ICOS und CTLA-4 und einer etwas niedrigeren Foxp3 Expression in CD28SA 
stimulierten iTregs keine signifikanten Unterschiede festgestellt werden (Abb. 41). 
CD28SA iTregs exprimierten im Vergleich zu ex vivo Tregs mehr CD25, GITR (glucocorti-
coid-induced TNFR-related protein) und LAP, weniger PD-1, CD103, CTLA-4, Helios und 
Foxp3 und ähnliche Mengen an ICOS, CD45RB und CD69. Der Vergleich zwischen anti-
CD3/anti-CD28 iTregs und ex vivo Tregs fällt ähnlich aus mit dem Unterschied, dass ex 
vivo Tregs mehr ICOS exprimieren als iTregs.  
Diese Unterschiede könnten jedoch Folge der in vitro Aktivierung der Zellen sein. Daher 
wurden zusätzlich auf die gleiche Weise aktivierte ex vivo Tregs herangezogen. Anti-
CD3/anti-CD28 induzierte iTregs zeigten im Vergleich zu den aktivierten ex vivo Tregs ein 
ähnliches Expressionslevel für CD25, CD45RB, CD69 und CTLA-4, ein stärkeres Level für 
GITR und ein zum Teil deutlich schwächeres Level für die übrigen Marker. Aufgrund der 
bereits beschriebenen starken Treg Aktivierung durch CD28SA wiesen die iTregs im Ver-
gleich zu den aktivierten Tregs bis auf GITR in allen Markern eine teils deutlich schwäche-
re Expression auf. Jedoch ließen sich im Vergleich der jeweiligen Foxp3+ mit den dazuge-
hörigen Foxp3- T-Zellen ähnliche Tendenzen ablesen. So sind sowohl iTregs als auch ex 
vivo Tregs im Verhältnis zu den Foxp3- Zellen CD25hoch, CD45RBniedrig und GITRhoch. Da-
gegen wurde wohl aufgrund der Stimulation z.B. CD69, CTLA-4 oder LAP auch in den 
Foxp3- Zellen hochreguliert.  
Ein besonders hervorstechender Unterschied zwischen den iTregs und den ex vivo Tregs 
offenbarte sich bei der Helios Expression. Der Transkriptionsfaktor Helios wurde ursprüng-
lich als ein spezifischer Marker für nTregs beschrieben, der von in vitro induzierten iTregs 
nicht exprimiert wird (Thornton et al., 2010). In Übereinstimmung damit exprimierten ex 
vivo Tregs und aktivierte Tregs, die beide wahrscheinlich einen hohen Anteil an nTregs 
enthalten (Thornton et al., 2010), im Gegensatz zu den iTregs große Mengen an Helios. 
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Eine mit T-Zellaktivierung und Proliferation verbundene Helios Expression, wie sie von 
Akimova et al. dargestellt wurde (Akimova et al., 2011), konnte durch die hier verwendeten 
Stimulationsbedingungen nicht bestätigt werden. Der Phänotyp CD28SA induzierter iTregs 
liegt somit zwischen dem der nTregs und Tkons. Einige Merkmale, wie der CD45niedrig, 
GITRhoch Phänotyp und die Expression der Effektormoleküle CD25 und CTLA-4, teilen sich 
iTregs mit nTregs, während andere Merkmale, wie die niedrige Expression von PD-1 oder 
Helios, eher dem Phänotyp von Tkons entspricht. Die Art der Stimulation, ob mit anti-
CD3/anti-CD28 oder CD28SA Dynabeads, spielt für den Phänotyp der iTregs im Gegen-
satz zum Phänotyp der aktivierten Tregs nur eine geringe Rolle. Foxp3 bestimmt neben 
anderen Faktoren den Phänotyp und die Funktion der Tregs (Hill et al., 2007). Die auffal-
lend niedrige Foxp3 Expression in den iTregs korreliert mit den phänotypischen Unter-

























Abb. 41: Phänotyp der iTregs im Vergleich zu ex vivo und in vitro aktivierten Tregs 
Aufgereinigte CD4+Foxp3- bzw. CD4+Foxp3+ T-Zellen wurden mit CD28SA Dynabeads 
bzw. mit anti-CD3/anti-CD28 Dynabeads in Anwesenheit von IL-2 (100 U/ml bzw. 
500 U/ml für CD4+Foxp3+) und TGFß (5 ng/ml) für 7 Tage stimuliert. Die durchschnittliche 
Fluoreszenzintensität (MFI) von Markern spezifisch für Gedächtniszellen bzw. Tregs wur-
de von unstimulierten Zellen bzw. den stimulierten CD4+ T-Zellen in Abhängigkeit von der 
Foxp3 Expression analysiert. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von 3 Proben bzw. 
3 Mäusen. Ungepaarter t-Test: * p<0.05, ** p<0.005, *** p<0.001, ns: kein signifikanter 
Unterschied, ∆MFI (durchschnittliche Fluoreszenzintensität) = (MFI(Marker)−MFI(Isotyp)). 
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Wie IL-2 und TGFβ können auch andere Zytokine im Kulturüberstand die Induktion der 
Foxp3 Expression in Tkons sowohl positiv als auch negativ beeinflussen (Bettelli et al., 
2006; Chang et al., 2009; Takaki et al., 2008; Zhang, Q., Cui, et al., 2013; Zheng et al., 
2007). Daher wurden die Zytokinkonzentrationen von IL-2, IL-4, IL-5, IL-10, IFNγ und TNF 
im Überstand der mit anti-CD3/anti-CD28 (+ IL-2/TGFβ) bzw. CD28SA Dynabeads stimu-
lierten CD4+CD25- T-Zellen nach zwei bis 96 Stunden mit Hilfe eines CBA ermittelt. Im 
Überstand konnten zu keinem Zeitpunkt größere Mengen an IL-4 oder IL-5 nachgewiesen 
werden (Daten nicht gezeigt). Auch die Konzentration an iTreg induzierendem IL-2 war 
überraschenderweise insgesamt gering (Abb. 42). Die wahrscheinlichste Erklärung für die 
niedrige IL-2 Konzentration ist die Bindung an den IL-2R und der sofortige IL-2 Verbrauch 
bedingt durch die wesentliche Rolle von IL-2 bei der T-Zellaktivierung und iTreg Induktion. 
Das zugesetzte rekombinante humane IL-2 in der anti-CD3/anti-CD28 Kultur beeinflusste 
die Messung aufgrund der CBA Spezifität für murines IL-2 nicht. Es wäre jedoch eine Er-
klärung für die etwas höheren IL-2 Konzentrationen in der anti-CD3/anti-CD28 Kultur zu 


















Abb. 42: Kinetik der Zytokine im Kulturüberstand nach CD28SA bzw. anti-CD3/anti-
CD28 Stimulation 
Aufgereinigte CD4+CD25- T-Zellen wurden mit CD28SA Dynabeads bzw. mit anti-
CD3/anti-CD28 Dynabeads in Anwesenheit von IL-2 (100 U/ml) und TGFß (5 ng/ml) sti-
muliert. Nach 2, 4, 7, 24, 48, 72 und 96 Stunden wurde die Konzentration der Zytokine im 
Kulturüberstand mittels CBA bestimmt. Die Daten zeigen die Mittelwerte ± SD von jeweils 
3 Proben. (Durchgeführt unter Mithilfe von V. Schneider) 
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Größere, jedoch für beide Stimulationsbedingungen ähnliche Mengen wurden für TNF und 
IL-10 nachgewiesen. Signifikante Unterschiede in der Konzentration gab es bei den unter-
schiedlichen Kulturbedingungen nur bei IFNγ (Abb. 42). Ob die Menge an TNF und IFNγ, 
wie beschrieben, die iTreg Induktion verminderten, muss noch geklärt werden (Chang et 
al., 2009; Zhang, Q. et al., 2013). 
Um die Quelle der nachgewiesenen Zytokine zu ermitteln, wurden die Zellen der genann-
ten Kulturen nach 24 bis 96 Stunden für vier Stunden in Anwesenheit von PMA/Ionomycin 
und Monensin restimuliert und die Zytokinproduktion in Abhängigkeit der Foxp3 Expressi-
on analysiert. Die Zellen produzierten kaum bis kein IL-4, IL-10, IL-17 oder IFNγ während 
der beobachteten vier Tage (Daten nicht gezeigt). Dafür produzierten bis zu 60% der 
Foxp3+ und bis zu 30% der Foxp3- CD4+ T-Zellen TNF (Abb. 43). Die Hypothese, dass 
das produzierte IL-2 direkt verbraucht oder gebunden wird und so im Kulturüberstand nicht 
mehr nachgewiesen werden kann, wurde durch den hohen Anteil an IL-2 Produzenten mit 
bis zu 85% in der Foxp3+ und 60% in den Foxp3- CD4+ T-Zellen bestärkt. Ein kennzeich-
nendes Merkmal für nTregs ist allerdings, dass sie aufgrund der Foxp3 Expression kein  
IL-2 und TNF produzieren können (Williams et al., 2007). Der hohe Anteil an IL-2 und TNF 
produzierenden iTregs, der unabhängig von den Kulturbedingungen auftrat, stellte somit 
neben den Unterschieden in der Markerexpression (Abb. 41) einen weiteren Hinweis dar, 
dass CD28SA induzierte iTregs nicht funktionell äquivalent mit nTregs sind.  
 
4.3.4 Stabilität und Funktionalität induzierter regulatorischer T-Zellen 
Von großem Interesse war die Frage nach der Funktionalität der durch CD28SA induzier-
ten Foxp3+ T-Zellen. In der Literatur besteht Uneinigkeit über die supprimierende Eigen-
schaft in vitro generierter Foxp3+ iTregs. Während in einigen Publikationen iTregs als ähn-
Abb. 43: Kinetik der Zytokin produzierenden Zellen nach CD28SA bzw. anti-CD3/ 
anti-CD28 Stimulation 
Aufgereinigte CD4+CD25- T-Zellen wurden mit CD28SA Dynabeads bzw. mit anti-
CD3/anti-CD28 Dynabeads in Anwesenheit von IL-2 (100 U/ml) und TGFß (5 ng/ml) sti-
muliert. Nach 24, 48, 72 und 96 Stunden wurde der Anteil an Zytokin-produzierenden 
Zellen nach Restimulation mit PMA/Ionomycin und Monensin bestimmt. Die Daten zeigen 
die Mittelwerte ± SD von jeweils 3 Proben. (Durchgeführt unter Mithilfe von V. Schneider) 
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lich gute Suppressoren wie nTregs beschrieben wurden (Aricha et al., 2008; Chen, W. et 
al., 2003), konnten andere kaum eine supprimierende Aktivität feststellen (Hill et al., 2007; 
Miyao et al., 2012). Die supprimierende Aktivität CD28SA induzierter iTregs wurde mit Hil-


























Abb. 44: Supprimierende Wirkung unterschiedlicher T-Zellpopulationen 
Aufgereinigte CD4+Foxp3- T-Zellen wurden mit CD28SA Dynabeads bzw. mit anti-
CD3/anti-CD28 Dynabeads in Anwesenheit von IL-2 (100 U/ml) und TGFß (5 ng/ml) sti-
muliert. An Tag 4 wurden die in (A) angegebenen Populationen isoliert. Diese wurden mit 
CFSE markierten naiven Thy1.1+CD4+CD25- Effektor-T-Zellen und bestrahlten APZs in 
Anwesenheit von anti-CD3 für 3 Tage kultiviert. Als Kontrollen wurden CD4+Foxp3+ Treg 
bzw. CD4+Foxp3- T-Zellen aus unbehandelten Mäusen verwendet. (B) zeigt die durch-





Dazu wurden aufgereinigte CD4+Foxp3- T-Zellen aus Foxp3.RFP Mäusen für vier Tage mit 
anti-CD3/anti-CD28 (+ IL-2/TGFβ) bzw. CD28SA Dynabeads kultiviert und anschließend 
die Zellen anhand ihrer Foxp3 Expression erneut sortiert (Abb. 44A). Die gewonnen Zel-
len wurden darauf mit CFSE markierten, naiven Thy1.1+CD4+CD25- Effektor-T-Zellen und 
bestrahlten APZs in Anwesenheit von anti-CD3 für weitere drei Tage kultiviert. Zum Ver-
gleich wurden unter den gleichen Bedingungen (plus für das Überleben essentielles IL-2) 
kultivierte Tregs und unstimulierte ex vivo Tregs (Abb. 44A) verwendet. Sowohl ex vivo 
Tregs als auch die durch CD28SA bzw. anti-CD3/anti-CD28 stimulierten Tregs zeigten 
eine starke Suppressivität, während ex vivo Tkons die Proliferation der Effektorzellen nicht 
inhibieren konnten (Abb. 44B). Die CD28SA bzw. anti-CD3/anti-CD28 induzierten Foxp3+ 
T-Zellen wirkten ebenfalls supprimierend, allerdings etwa 2-3-fach schwächer als ex vivo 
bzw. aktivierte Tregs (Abb. 44B und Daten nicht gezeigt). Einen signifikanten Unterschied 
in der Effizienz der Suppression beider iTregs konnte nicht festgestellt werden. Die Ver-
längerung der Stimulationsphase auf sieben Tage brachte anstatt der angestrebten Ver-
besserung der Funktionalität eher eine Verschlechterung (Daten nicht gezeigt).  
Neben der Funktionalität spielt für therapeutische Zwecke auch die Stabilität der iTregs 
eine entscheidende Rolle. Bisherige Daten zeigten, dass nTregs im Gegensatz zu in vitro 
generierten iTregs eine sehr stabile Foxp3 Expression aufweisen (Miyao et al., 2012). Die 
stabile Foxp3 Expression der nTregs wird zumindest zum Teil durch die DNA Demethylie-
rung, einer konservierten, nicht-kodierenden Region (TSDR) im Foxp3 Gen, erklärt (Floess 
et al., 2007). DNA Methylierung ist, neben Histonmodifikationen, ein epigenetischer Me-
chanismus, der erlaubt, dass ein spezifisches Muster der Genexpression an Nachkommen 
differenzierter Zellen vererbt werden kann, ohne die DNA Sequenz selbst zu verändern. In 
Säugerzellen bewirkt die DNA Methylierung meist ein Gene-Silencing (Übersicht in Ansel 
et al., 2003).  
Um einen Hinweis auf die Stabilität der Foxp3 Expression in den CD28SA induzierten 
iTregs zu erhalten, wurden sortierte CD4+Foxp3- T-Zellen aus Foxp3.RFP Mäusen für sie-
ben Tage mit anti-CD3/anti-CD28 (+ IL-2/TGFβ) bzw. CD28SA Dynabeads stimuliert und 
anschließend die DNA der isolierten Foxp3 exprimierenden iTregs aufgereinigt. Zum Ver-
gleich wurde die DNA aus sortierten CD4+Foxp3+ Tregs und CD4+Foxp3- Tkons aufgerei-
nigt. Demethylierte CpGs wurden mittels EZ DNA Methylation Kit detektiert. Dabei werden 
durch einen chemischen Prozess demethylierte Cytosine in Thymidin umgewandelt, wäh-
rend methylierte Cytosine unverändert bleiben. Durch die anschließende Sequenzierung 
der TSDR konnten im von Floess et al., 2007 beschriebenen Amp2 Bereich zwölf CpG-
Stellen, die in nTregs im Gegensatz zu Tkons demethyliert sind, untersucht werden. Wie 
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erwartet waren alle zwölf Positionen in den Tkons methyliert und in den ex vivo Tregs un-
methyliert (Abb. 45). Anti-CD3/anti-CD28 bzw. CD28SA induzierte iTregs zeigten jedoch 
einen intermediären Phänotyp mit teilweise demethylierten CpGs (Abb. 45). Dies bedingt 
möglicherweise eine geringere Stabilität der Foxp3 Expression in iTregs im Vergleich zu 
nTregs. Da jedoch gezeigt wurde, dass der Abschluss des Demethylierungsprozesses 
sowohl in nTregs als auch in in vivo generierten iTregs einige Zeit benötigt (Curotto de 
Lafaille et al., 2009), könnte eine Veränderung der Kulturbedingungen bzw. eine Verlänge-
rung der Kulturzeit in Anwesenheit von IL-2 ohne weitere Stimulation, den Grad der De-
methylierung im TSDR erhöhen. Unterstützt wird diese Annahme dadurch, dass auch in 
vivo generierte iTregs mit einem vollständig demethylierten TSDR gefunden wurden 
(Polansky et al., 2008). Dies bedeutet jedoch auch, dass der Methylierungsstatus nicht 













Für die Entwicklung von nTregs im Thymus werden TZR Signale mit hoher Affinität bei 
gleichzeitiger Kostimulation über CD28 benötigt. Dagegen fördern schwache TZR Signale 
in Anwesenheit von TGFβ in der Peripherie die Differenzierung von iTregs aus Tkons. Die 
durchgeführten in vitro Versuche zeigten, dass die maximale Anzahl an Foxp3+ T-Zellen 
durch eine niedrige Konzentration an immobilisiertem anti-CD3 mAK (= schwaches TZR 
Signal) in Kombination mit einer hohen Konzentration an immobilisiertem anti-CD28 mAK 
(= starkes CD28 Signal) in CD4+CD25- T-Zellen induziert werden kann. Ähnlich dazu ver-
mittelt CD28SA ein starkes CD28 Signal, das das schwache, tonische TZR Signal, das 
durch das „Scannen“ von MHC-Molekülen vermittelt wird, amplifiziert. Obgleich CD28SA 
Stimulation in vivo eine Foxp3 Expression in Tkons kaum induzieren kann, war die in vitro 
Konversion sehr effektiv. Im Vergleich zur Stimulation mit anti-CD3/anti-CD28 Dynabeads, 
Abb. 45: Methylierungsstatus der Treg spezifischen Demethylierungsstellen im 
Foxp3 Gen 
Die DNA unstimulierter CD4+Foxp3+ Tregs und CD4+Foxp3- Tkons bzw. von für 7 Tage 
mit CD28SA Dynabeads bzw. mit anti-CD3/anti-CD28 Dynabeads in Anwesenheit von 
IL-2 (100 U/ml) und TGFß (5 ng/ml) stimulierten CD4+Foxp3+ iTregs wurde mit Hilfe von 
C-T Konversion auf methylierte Cytosine hin untersucht. (Durchgeführt unter Mithilfe von 
S. Klein-Heßling) 
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bei der nur durch Zusatz von IL-2 und TGFβ größere Mengen an T-Zellen Foxp3 expri-
mierten, konnte die CD28SA Stimulation auch ohne den Zusatz von Zytokinen viele 
Foxp3+ T-Zellen induzieren. Der Effekt der Blockade des IL-2 bzw. TGFβ Signals zeigte, 
dass die CD28SA vermittelte Konversion nicht unabhängig von diesen Zytokinen ist, son-
dern vielmehr eine ausreichende Menge an Zytokinen von den Zellen selbst produziert 
wird. Die CD28SA bzw. anti-CD3/anti-CD28 induzierten Foxp3+ T-Zellen ließen sich teils 
eher mit ex vivo Tregs (CD25hoch, GITRhoch und CD45RBniedrig), teils eher mit Tkons  
(PD-1niedrig, CD103niedrig oder Heliosniedrig, Produktion von IL-2 und TNF) vergleichen. Die-
ser intermediäre Phänotyp spiegelte sich auch im Methylierungsstatus der TSDR wieder, 
der zwischen dem der nTregs (vollständige Demethylierung) und der Tkons (vollständige 
Methylierung) lag und auf eine geringe Stabilität der Foxp3 Expression hinweist. Zusam-
men mit der eher geringen in vitro Suppressivität ist trotz der effektiven CD28SA vermittel-
ten Induktion und Expansion der iTregs in vitro eine Verwendung dieser Zellen für thera-







5.1 Kombination aus CD28SA und Corticosteroiden als anti-inflammatorische  
Therapiemöglichkeit? 
Trotz der zahlreichen vielversprechenden vorklinischen Daten, die eine CD28SA Behand-
lung mit positiven präventiven sowie therapeutischen Effekten bei Modellen für Autoim-
mun- und inflammatorischen Erkrankungen in Verbindung brachten, konnte sich die Hoff-
nung, Autoimmunerkrankungen des Menschen wie rheumatischer Arthritis, Multipler Skle-
rose und chronischer lymphatischer Leukämie vom B-Zelltyp (Duff, 2006) mit CD28SA zu 
behandeln, aufgrund der induzierten systemischen Zytokinausschüttung nicht erfüllen. 
Das aufgetretene „Cytokine-Release Syndrom“ beim Menschen wurde durch Experimente 
mit Nagern nicht angezeigt. Aus diesem Grund sollte hier der Mechanismus der CD28SA 
Stimulation, die besondere Rolle der aktivierten Tregs dabei, sowie die Möglichkeit einer 
schützenden Corticosteroid Behandlung untersucht werden.  
Die in vivo Stimulation mit CD28SA induziert in Ratten wie auch in Mäusen eine Expansi-
on von CD4+ T-Zellen und insbesondere von CD4+CD25+ bzw. CD4+Foxp3+ Tregs (Abb. 7 
und Lin, C. H. et al., 2003). Sowohl naive T-Zellen als auch Tregs sind abhängig von 
CD28 Signalen. Naive T-Zellen benötigen diese Signale für die optimale Aktivierung, die 
Zytokinproduktion, die Proliferation und das Überleben (Übersicht in Bour-Jordan et al., 
2011). Tregs dagegen sind bereits bei ihrer Entstehung im Thymus abhängig von CD28 
Signalen wie auch später in der Peripherie. Zwei kürzlich veröffentlichte Studien zeigen, 
dass CD28 Signale in der Peripherie zellintrinsisch die Proliferation, das Überleben und 
die in vivo Funktion der Tregs beeinflussen (Gogishvili et al., 2013; Zhang, R., Huynh, et 
al., 2013). Zudem sind Tregs durch die Abhängigkeit von IL-2, das von aktivierten Tkons 
produziert wird, auch zellextrinsisch von CD28 Signalen abhängig (Tang et al., 2003). Dies 
spiegelt sich auch im Mechanismus der CD28SA induzierten Stimulation wider, wie mit 
Hilfe von adoptiven Zelltransfers und CD28-defizienten bzw. IL-2-defizienten Mäusen ge-
zeigt wurde (Abb. 11). Fehlt den transferierten Tkons und Tregs das CD28 Signal (zellin-
trinsisch), können sich die Zellen trotz des von den Empfängerzellen produzierten IL-2 
nicht teilen (Abb. 11A). Bei CD28- bzw. IL-2-defizienten Empfängertieren induziert die 
CD28SA Stimulation keine ausreichende IL-2 Produktion (zellextrinsisch), wodurch die 
transferierten Zellen ebenfalls kaum proliferieren können (Abb. 11).  
Der starke Anstieg in der Anzahl und Frequenz der Tregs ergibt sich aus einer präferen-
ziellen Proliferation von Tregs gegenüber Tkons (Abb. 9). Eine Rekrutierung von Foxp3 
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exprimierenden Zellen aus den Tkons konnte durch den Transfer CD25- bzw. Foxp3- CD4+ 
T-Zellen nahezu ausgeschlossen werden (Abb. 10 und Beyersdorf, Gaupp, et al., 2005; 
Gogishvili et al., 2009). Die bevorzugte Expansion der Tregs wird insbesondere bei niedri-
gen CD28SA Konzentrationen deutlich, da Tregs bei dieser Konzentration bereits prolife-
rieren, während die Anzahl an Tkons noch nicht beeinflusst wird (Beyersdorf, Gaupp, et 
al., 2005). Tregs erhalten vermutlich aufgrund ihrer Selbstreaktivität durch die Interaktion 
mit Selbstpeptid-beladenen MHC-Molekülen aktivierende TZR Signale, die essentiell für 
die supprimierende Funktion der Tregs sind (Delpoux et al., 2012). Die so entstandenen 
Signale induzieren eine Hyper-Phosphorylierung in den nachfolgenden Signalmolekülen 
(SLP-76-Vav-Itk Signalosom) und können durch CD28SA amplifiziert werden. Im Gegen-
satz dazu erhalten die fremd-reaktiven Tkons nur schwache „tonische“ Signale. Die fol-
gende Treg Proliferation übersteigt darauf die der Tkons deutlich (Dennehy et al., 2007). 
Eine Notwendigkeit dieser durch das Scannen von MHC-Molekülen entstehenden Signale 
für die Aktivierung durch CD28SA wurde auch durch die Blockade bzw. die Defizienz von 
MHC II-Molekülen bestätigt, die zu einer deutlichen Verminderung der präferenziellen Ex-
pansion muriner Tregs führt (unveröffentlichte Daten: B. Becklund, T. Gulde, D. Langen-
horst und T. Hünig). Abschließend konnte die Hypothese auch durch in vitro Experimente 
mit humanen PBMCs unterstützt werden (Romer et al., 2011). 
Tregs nehmen durch CD28SA Stimulation nicht nur quantitativ zu, sondern werden auch 
funktionell aktiviert. Zudem erlangen die aktivierten Tregs einen entzündungssuchenden 
Phänotyp (CCR7- CCR5+ CCR6+), der sie vermehrt in Gewebe mit stattfindender Immun-
antwort einwandern lässt (Abb. 22,und Abb. 23). Die funktionelle Aktivierung zeigt sich 
zum einen in der höheren in vitro Suppressivität CD28SA aktivierter Tregs im Vergleich zu 
unstimulierten Tregs (Gogishvili et al., 2009 und Abb. 21), zum anderen inhibiert bzw. ver-
mindert die in vivo CD28SA Stimulation bzw. der Transfer von zuvor CD28SA stimulierten 
T-Zellen den Krankheitsverlauf bei verschiedenen murinen Krankheitsmodellen  
(Tabelle 1). Der Hauptgrund für die in vivo Effekte scheinen die expandierten und aktivier-
ten Tregs zu sein, da eine Depletion der CD25+ bzw. Foxp3+ Zellen diese positive Wirkung 
deutlich abschwächt (Beyersdorf et al., 2009; Gogishvili et al., 2009).  
Zusammengefasst bestätigen die Daten das 2007 veröffentliche Aktivierungsmodell der 
CD28SA Stimulation (Übersicht in Hünig, 2007). Ähnlich wie bei der „normalen“ Immun-
antwort werden Tkons durch CD28SA aktiviert und zur IL-2 Produktion angeregt. Im Ge-
gensatz zur „normalen“ Immunantwort werden die Tregs aber bei der CD28SA Stimulation 
nicht zeitlich versetzt, sondern zeitgleich mit den Tkons aktiviert. Das von Tkons produzier-
te IL-2 führt daher sofort zur Proliferation und funktionellen Aktivierung der Tregs. Bedingt 
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durch die Suppression der Tkons und der dadurch abnehmenden Menge an IL-2 erfolgt 
nach drei bis vier Tagen die Kontraktion beider Zellpopulationen. In Abwesenheit von 
Tregs kann die Tkon Aktivierung nicht reguliert werden und es kommt in Mäusen ähnlich 
wie beim Menschen zu einer deutlichen Zunahme in der IL-2 Konzentration im Plasma und 
folglich auch zu einer gesteigerten Ausschüttung pro-inflammatorischer Zytokine  
(Abb. 12).  
Seit der ersten Verwendung des mAK OKT3 zu therapeutischen Zwecken in den 1990er 
Jahren wurden über 30 mAKs zur Behandlung von Autoimmunerkrankungen, Tumoren 
oder anderen Krankheiten eingesetzt (Übersicht in Buss et al., 2012). Wie einleitend be-
schrieben, schien auch der humanisierte CD28SA Antikörper TGN1412 ein weiterer viel-
versprechender Kandidat zu sein, der jedoch bei seiner Erprobung im Menschen ein „Cy-
tokine-Release Syndrom“ auslöste. Die dabei im Serum der Testpersonen in hohen Kon-
zentrationen nachgewiesenen pro-inflammatorischen Zytokine TNFα und IFNγ werden von 
T-Zellen insbesondere nach Kostimulation mit CD28 ausgeschüttet (Thompson et al., 
1989). Die Zytokinsekretion konnte schließlich durch die Gabe von Corticosteroiden ein-
gedämmt werden (Suntharalingam et al., 2006). Die Frage stellte sich daraufhin der 
Fachwelt, warum die Experimente mit Nagern, Primaten oder menschlichen PBMCs die 
pathologischen Nebeneffekte der CD28SA Behandlung nicht vorhersagten. Durch intensi-
ve Forschung sind inzwischen verschiedene Mechanismen bekannt, die dazu beigetragen 
haben.  
Wie hier gezeigt, induzierte im murinen System CD28SA im Gegensatz zum Menschen 
nur eine geringe Konzentrationserhöhung der pro-inflammatorischen Zytokine im Blut (Ma-
ximalwert: ca. 170 pg/ml IL-6, Tabelle 3). Ein Grund für diesen Unterschied zum Men-
schen ist die effektive Kontrolle der CD28SA vermittelten Tkon Aktivierung durch Tregs, 
wie durch die Treg Depletion vor der CD28SA Injektion durch den dramatischen Anstieg in 
der Serumkonzentration von IL-2, IL-6 und TNF deutlich wurde (Abb. 12). Zudem zeigte 
der 4- bis 5-fach stärkere Anstieg der IL-2 Konzentration in Treg-depletierten Tieren, wie 
schnell und effektiv Tregs IL-2 konsumieren und damit die Tkon Aktivierung kontrollieren 
können (Abb. 12 und Hünig, 2007). Dies stimmt auch mit Daten aus dem Rattenmodell 
überein, bei dem eine transiente Erhöhung von Zytokin mRNA nach der CD28SA Injektion 
beobachtet wurde, jedoch keine systemische Zytokinausschüttung (Muller et al., 2008). 
Der Hauptgrund für die Unterschiede liegt jedoch nicht in der höheren Effektivität der mu-
rinen Tregs gegenüber humanen, sondern in der unterschiedlichen Zusammensetzung der 
T-Zellpopulation bei Mensch und Labortier. Es ist inzwischen bekannt, dass hauptsächlich 
Effektorgedächtnis-T-Zellen, die gehäuft in Geweben vorkommen und sehr schnell auf 
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eine erneute Stimulation reagieren, die pro-inflammatorischen Zytokine im Menschen nach 
der TGN1412 Gabe ausschütteten (Eastwood et al., 2010; Romer et al., 2011). Labortiere, 
die unter besonders hygienischen Bedingungen gehalten werden, besitzen aufgrund der 
geringen Anzahl an Infektionen nur wenige dieser Zellen. Zusätzlich wird der Unterschied 
in der Zusammensetzung der T-Zellen durch die längere Lebensspanne der Menschen, 
während der sich aufgrund zahlreicher Infektionen eine Fülle von Effektorgedächtniszellen 
ansammeln, verstärkt (Hünig, 2012). Durch die Stimulation mit CD28SA ergibt sich daher 
bei Mäusen eine geringere Zytokinausschüttung (Tabelle 3), die wiederum durch Tregs 
leichter unter Kontrolle gebracht werden kann.  
Ebenfalls durch Spezies-spezifische Eigenschaften der Effektorgedächtniszellen lässt sich 
die fehlende pathologische Ausschüttung von Zytokinen in Langschwanzmakaken erklä-
ren. Wie erst vier Jahre nach der TGN1412 Katastrophe bekannt wurde, exprimieren die 
CD4+ Effektorgedächtnis-T-Zellen in diesen Primaten kein CD28 und können so durch 
TGN1412 nicht stimuliert werden (Eastwood et al., 2010). Auch kürzlich beschriebene Un-
terschiede in der IgG4 und FcR Interaktion bei Menschen und Langschwanzmakaken ge-
ben Anlass zur Vorsicht bei der Verwendung dieser Primaten zur vorklinischen Erprobung 
monoklonaler Antikörper (Warncke et al., 2012). Schließlich konnten auch in vitro Versu-
che mit humanen PBMCs den Zytokinsturm nicht vorhersagen. TGN1412 führt bei lösli-
cher Zugabe in vitro zu keiner Zytokinproduktion oder Proliferation der Zellen, im Gegen-
satz zu dem monoklonalen anti-CD3 Antikörper OKT3. Durch den fehlenden Zellkontakt in 
der Zirkulation können die Zellen MHC-Moleküle nicht mehr scannen und verlieren folglich 
das „tonische“ TZR Signal (Stefanova et al., 2002). Durch die Kultur der PBMCs bei hoher 
Zelldichte kann das Signal wiederhergestellt werden und von CD28SA zur Amplifikation 
und damit zur einer OKT3 ähnlichen Aktivierung der Zellen genutzt werden (Romer et al., 
2011).  
Trotz des Fehlschlages der Sicherheitsprüfung des CD28SA TGN1412 bestünde die Mög-
lichkeit, ähnlich wie bei OKT3 und anderen therapeutischen monoklonalen Antikörpern, 
die systemische Zytokinausschüttung durch die Gabe von Corticosteroiden zu verhindern 
(Chatenoud et al., 1991). OKT3 (Muronomab) wurde als Immunsuppressivum gegen Or-
ganabstoßungsprozesse bei Transplantationen eingesetzt und induziert neben der  
T-Zellaktivierung gefolgt von einer systemischen Zytokinausschüttung die Depletion der 
CD3+ Zellen (Stankova et al., 1989). Inzwischen wurde das Medikament, trotz der erfolg-
reichen Suppression des „Cytokine-Release Syndroms“ durch eine zusätzliche Corticoste-
roid-Behandlung, aufgrund von Nebenwirkungen und besseren Alternativen vom Markt 
genommen (Reichert, 2012). Da Mäuse auf CD28SA Stimulation nicht mit einer systemi-
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schen Zytokinausschüttung reagieren (Tabelle 3), wurde in meinen Experimenten ein arti-
fizieller Zytokinsturm mit Hilfe eines bakteriellen Superantigens (Übersicht in Miethke et 
al., 1993) ausgelöst, um so die Kompatibilität der Corticosteroid-vermittelten Unterdrü-
ckung des „Cytokine-Release Syndroms“ mit der Treg Aktivierung durch CD28SA testen 
zu können. Die Ergebnisse zeigten, dass die Superantigen vermittelte Zytokinausschüt-
tung unabhängig von einer CD28SA Behandlung effektiv durch Dexamethason einge-
dämmt werden kann (Abb. 13). Dex induziert in Tkons Apoptose, während Tregs resisten-
ter gegen den Dex-vermittelten Zelltod sind und zusätzlich durch IL-2 geschützt werden 
können (Chen, X. et al., 2004). Die insgesamt niedrigere Zellzahl in den Lymphknoten bei 
gleichzeitig leicht erhöhter Foxp3 Frequenz (Abb. 14) bestätigt diese Daten. Die Kombina-
tion aus Dex und CD28SA senkte die Gesamtzellzahl im Vergleich zu einer reinen 
CD28SA Behandlung etwas. Da Tregs jedoch resistenter gegen Dex induzierte Apoptose 
sind und das produzierte IL-2 vermutlich dies zusätzlich verstärkt, verdoppelte sich ihre 
Frequenz gegenüber einer reinen CD28SA Behandlung nahezu. Neben der damit gleich-
bleibenden Anzahl an Tregs blieb auch die präferenzielle Expansion der Tregs gegenüber 
Tkons unter Dex Behandlung bestehen (Abb. 14D). Interessanterweise senkte die Gluco-
corticoid Behandlung die Superantigen induzierte IL-2 Produktion im Verhältnis zu den 
anderen Zytokinen (IL-6: 10-fache, TNF: 20-fache, IFNγ: 30-fache) nur um das 4-fache. 
Die verbleibende Menge an IL-2 reichte wohl deshalb den Tregs für die CD28SA vermittel-
te Stimulation aus und induzierte eine ähnlich starke, wenn nicht sogar stärkere in vitro 
immunsupprimierende Aktivität in Dex und CD28SA behandelten Tregs im Vergleich zu 
nur CD28SA stimulierten Tregs (Gogishvili et al., 2009). Die unvollständige Unterdrückung 
der IL-2 Produktion durch Corticosteroide ist im Einklang mit deren anti-phlogistischen 
Wirkung, die nicht zu einer Reduktion der IL-2 abhängigen Tregs führt. Die Abhängigkeit 
der Tregs von parakrinem IL-2 scheint somit kein Hindernis für die Verwendung von Corti-
costeroiden zur Verminderung der CD28SA vermittelten Ausschüttung pro-
inflammatorischer Zytokine zu sein.  
Generell sollte die herausragende immunsupprimierende Funktion muriner Tregs, die in 
Zusammenhang mit der geringen Anzahl an Effektorgedächtnis-T-Zellen steht, zur Vor-
sicht bei der Verwendung von Nagern in vorklinischen Studien von Immunmodulatoren 
mahnen. Sicherheitshalber sollten zusätzlich Experimente mit Treg-depletierten Mäusen 
durchgeführt werden, um mögliche Effekte der wenigen Gedächtniszellen sichtbar zu ma-
chen. 
95 
5.2 IL-10 produzierende regulatorische T-Zellen als terminaldifferenzierte Zellen 
Die polyklonale in vivo Aktivierung von Tregs mit CD28SA induziert neben der bereits be-
schriebenen Expansion der Tregs auch die Produktion von IL-10 und die Expression von 
Effektormolekülen und bestimmten Migrationsmarkern.  
Vorangegangene Studien zeigten, dass in vitro nach TZR und IL-2 Stimulation ein Teil der 
Tregs nach mehreren Zellteilungen anfängt, IL-10 zu produzieren (Barthlott et al., 2005; de 
la Rosa et al., 2004). Eine ähnliche Konversion, aber mit deutlich höherer Effizienz, zeigte 
sich auch nach der polyklonalen in vivo Aktivierung der Tregs mit CD28SA. Der ursprüng-
lich geringe Anteil an IL-10 produzierenden Tregs (2-3%) steigerte sich drei Tage nach 
CD28SA Stimulation auf 20-40% (Abb. 15), wobei die meisten IL-10 Produzenten in den 
Zellen zu finden waren, die sich bereits fünf bis sieben Mal geteilt hatten (Abb. 18). Zudem 
konnte in aufgereinigten IL-10 negativen Tregs eine in vivo Restimulation mit CD28SA 
neue IL-10 Produzenten induzieren (Abb. 27). Wie auch schon im vorangegangenen Ab-
schnitt 5.1 beschrieben, stammen auch die IL-10 produzierenden Tregs hauptsächlich von 
bereits vorhandenen Tregs ab und nicht von in Foxp3+ T-Zellen konvertierten Tkons  
(Abb. 17). Der Mechanismus, der die IL-10 Sekretion in den beschriebenen in vitro und in 
vivo Experimenten induzierte, scheint vergleichbar zu sein, da auch bei Stimulation mit 
CD28SA die TZR Signale amplifiziert werden (Dennehy et al., 2007) und durch die gleich-
zeitige Stimulation der Tkons IL-2 zu Verfügung steht (Abb. 11). Für die Aufrechterhaltung 
der IL-10 Produktion scheint zumindest in vitro eine weitere Stimulation des TZR wesent-
lich zu sein, da weder IL-2 noch CD28SA den Anteil an IL-10 Produzenten aufrecht erhal-
ten konnte (Abb. 25). Auch im ruhenden Immunsystem konnte die Konversion von einem 
IL-10 inkompetenten zu einem IL-10 kompetenten Treg Phänotyp mit Hilfe von doppel-
transgenen Reportermäusen für die IL-10 und Foxp3 Expression bestätigt werden 
(Maynard et al., 2007). Da Tregs auch unter homöostatischen Bedingungen proliferieren 
(Fisson et al., 2003), ergibt sich kein Konflikt aus der Beobachtung, dass die IL-10 Produk-
tion nach CD28SA Stimulation mit einer starken Proliferation in Verbindung steht.  
Die im ruhenden Immunsystem identifizierten IL-10 kompetenten Tregs (Maynard et al., 
2007) haben ähnlich wie IL-10 produzierende Tregs in CD28SA stimulierten Mäusen 
(Abb. 19) einen Phänotyp, der vergleichbar mit dem von aktivierten oder Gedächtnis- 
T-Zellen ist. Sie exprimieren hohe Mengen an CD44, GITR und ICOS und geringe Mengen 
an CD45RB auf ihrer Oberfläche (Abb. 19). Im Einklang damit wurden auch in CD44+ und 
in ICOS+ Tregs im Vergleich zu den jeweiligen Marker-negativen Tregs eine vermehrte  
IL-10 Produktion nachgewiesen (Liu et al., 2009 Ito et al., 2008). Da eine Blockade von 
ICOS zu einer verminderten IL-10 Sekretion in den Tregs führt, könnte ICOS, das CD28 in 
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der Funktion und Struktur ähnelt (Hutloff et al., 1999), auch funktionell für die IL-10 Pro-
duktion von Bedeutung sein (Kornete et al., 2012). Neben diesen und verschiedenen an-
deren Treg Markern exprimieren IL-10 produzierende Tregs im Vergleich zu den Nicht-
Produzenten auch vermehrt Foxp3 (1,3-fach) (Abb. 19). Dies konnte ebenfalls in den aus 
aufgereinigten IL-10 negativen Tregs durch Restimulation mit anti-CD3/anti-CD28/IL-2  
in vitro (Abb. 26C, D) bzw. mit CD28SA in vivo (Abb. 27) neu entstandenen IL-10 Produ-
zenten beobachtet werden (Daten nicht gezeigt). Erhöhte Foxp3 Level wurden zum einen 
mit dem Phänotyp aktivierter Tregs verbunden (Huehn et al., 2004), zum anderen zeigten 
Tregs mit vermehrter Foxp3 Expression eine verstärkte Suppressivität gekoppelt mit einer 
vermehrten IL-10 und TGFβ Expression (Chauhan et al., 2009). Zusammenfassend zei-
gen die Daten, dass IL-10 produzierende Tregs nach mehrfacher Zellteilung aus IL-10 ne-
gativen Tregs hervorgehen und besonders stark aktivierte Zellen sind, auch wenn sie kei-
ne vermehrte Helios Expression im Vergleich zu IL-10 negativen Tregs aufweisen 
(Akimova et al., 2011).  
Interessanterweise exprimieren insbesondere die IL-10 produzierenden Tregs nach 
CD28SA Stimulation große Mengen an Effektormolekülen, wie CD39, LAP, CTLA-4 oder 
CD25 (Abb. 19). Der auffälligste Unterschied konnte in der CTLA-4 Expression beobach-
tet werden. In IL-10 produzierenden Tregs wird etwa 2,5-mal mehr CTLA-4 exprimiert als 
in IL-10 negativen Tregs und etwa 20-mal mehr als in unstimulierten Tregs. Grund dafür 
könnte die starke CD28 Stimulation sein, da die CTLA-4 Expression unter anderem durch 
CD28 Signale reguliert wird (Alegre et al., 1996). Erst kürzlich wurde ein weiterer wesentli-
cher Mechanismus des CTLA-4 Rezeptors, durch den Tregs regulierend wirken können, 
entdeckt. Demzufolge konkurriert CTLA-4 nicht nur mit CD28 um die gleichen Liganden 
CD80 und CD86, sondern kann diese Liganden zusätzlich durch Trans-Endozytose von 
der Membran der APZs entfernen (Qureshi et al., 2011).  
In vivo CD28SA aktivierte Tregs besitzen eine deutlich stärkere supprimierende Aktivität 
als unstimulierte Tregs sowohl in vitro (Abb. 21 und Gogishvili et al., 2009) als auch in vivo 
(Beyersdorf, Gaupp, et al., 2005; Chen, J., Xie, et al., 2011; Gogishvili et al., 2009). Her-
vorzuheben ist die starke, wenn auch IL-10 unabhängige, supprimierende Wirkung 
CD28SA aktivierter, IL-10 produzierender Tregs in vitro, die mit der erhöhten Expression 
von Effektormolekülen korreliert und die inhibierende Aktivität der nicht-produzierenden 
Tregs leicht, aber signifikant übersteigt. Eine Studie, die ebenfalls die supprimierende 
Funktion der Tregs in Abhängigkeit der IL-10 Kompetenz untersuchte (Maynard et al., 
2007), konnte diesen Unterschied, wahrscheinlich aufgrund der starken Suppressivität 
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beider Gruppen und der damit verbundenen Messung im Sättigungsbereich ähnlich wie in 
Abb. 21D (1:1 und 1:3, Treg:Teff), allerdings nicht darstellen.  
Wie bei Yamaguchi et al., 2011 zusammengefasst, verwenden Tregs unter nicht-
inflammatorischen und inflammatorischen Bedingungen möglicherweise unterschiedliche 
Mechanismen, um Immunantworten zu kontrollieren und die Homöostase zu erhalten. Ins-
besondere die unterschiedlichen Beiträge von CTLA-4 und IL-10 sprechen für diese Hypo-
these. Während Mäuse mit einer Treg-spezifischen CTLA-4 Defizienz an einer systemi-
schen Proliferation von Lymphozyten und einer tödlich verlaufenden Autoimmunerkran-
kung leiden (Wing et al., 2008), entwickeln Mäuse mit einer Treg-spezifischen IL-10 Defi-
zienz nur an Oberflächen, die mit der Umwelt in Kontakt stehen, Entzündungen, aber kei-
ne systemische Autoimmunität (Rubtsov et al., 2008). Auch sind IL-10 produzierende 
Tregs im ruhenden Immunsystem hauptsächlich im Darm nachzuweisen (Maynard et al., 
2007), in dem das von Tregs produzierte IL-10 eine besondere Rolle bei der Kontrolle von 
pro-inflammatorischen TH17 Zellen spielt (Chaudhry et al., 2011; Huber et al., 2011). Im 
Einklang damit können IL-10 defiziente Tregs bestimmte Autoimmunerkrankungen verhin-
dern, nicht aber entzündliche Darmerkrankungen (Asseman et al., 1999; Suri-Payer et al., 
2001). CTLA-4 wird demnach also eher für die Kontrolle des Immunsystems bei physiolo-
gischen Immunantworten sowie unter ruhenden Bedingungen benötigt, um die Selbsttole-
ranz zu erhalten, während IL-10 einen zusätzlichen Mechanismus darstellt, um starke, 
selbstzerstörende Entzündungsprozesse zu kontrollieren. Damit korreliert, wie hier ge-
zeigt, dass sowohl die IL-10 produzierenden Tregs im ruhenden System als auch unter 
polyklonal aktivierten Bedingungen die Fähigkeit besitzen, effizient in diese entzündlichen 
Gewebe einzuwandern (Abb. 23). 
Die Migration von Tregs wird ähnlich wie die anderer Zellen durch die Expression be-
stimmter Migrationsrezeptoren reguliert. Auf Tregs mit einem Phänotyp, der Effektor-/ Ge-
dächtniszellen ähnelt, wurden zum Beispiel überwiegend Rezeptoren gefunden, die eine 
Wanderung in Gewebe induzieren (Huehn et al., 2004; Siewert et al., 2007). Auch durch 
die CD28SA Stimulation werden auf Tregs der Rezeptor CCR7, durch den die Tregs in 
lymphoiden Organen verweilen (Zhang, N. et al., 2009), herunterreguliert und die Rezep-
toren CCR5 und CCR6, die die Wanderung in entzündliche Gewebe ermöglichen (Kang et 
al., 2007; Kleinewietfeld et al., 2005; Zhang, N. et al., 2009), insbesondere auf den IL-10 
produzierenden Tregs hochreguliert. Die wenigen Tregs in unmanipulierten Mäusen, die 
aufgrund von Interaktionen mit (Selbst)antigenen IL-10 produzieren, exprimieren ebenfalls 
CCR5, CCR6 und CD103 und besitzen somit die Kompetenz präferenziell in entzündliche 
Gewebe einzuwandern (Abb. 22A und Daten nicht gezeigt). Neben dem Phänotyp, der 
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Effektor-/ Gedächtniszellen gleicht, stellt dies einen weiteren Hinweis dar, dass die zahl-
reichen IL-10 sezernierenden Tregs, die durch polyklonale Aktivierung mit CD28SA ent-
stehen, denen im ruhenden System entsprechen. Die hohe Effektivität, mit der IL-10 pro-
duzierende Tregs von beiderlei Ursprung in inflammatorische Bereiche rekrutiert werden 
können, zeigte sich durch das erhöhte Vorkommen von IL-10 Produzenten in dem artifi-
ziellen entzündlichen Gewebe (subkutan implantierter, hitzeinaktivierte Listeria monocyto-
genes enthaltenden Schwamm) im Vergleich zum Lymphknoten. Der Anteil an IL-10 Pro-
duzenten steigerte sich nach polyklonaler Aktivierung am Entzündungsort im Vergleich zu 
dem in den Lymphknoten um das 1,6-fache, während er bei unstimulierten Mäusen sogar 
um das dramatisch 145-fache anstieg (Abb. 23). Die präferenziell rekrutierten Tregs könn-
ten durch ihre IL-10 Produktion zudem zur Differenzierung weiterer IL-10 produzierender 
T-Zellen aus CD4+Foxp3- Zellen führen (4-facher Anstieg in CD28SA behandelten im Ver-
gleich zu unstimulierten Lymphknoten, Abb. 23) und damit die Dämpfung der Entzün-
dungsreaktion weiter beschleunigen (Groux et al., 1997). 
Ein entscheidender Befund war, dass die meisten der stark aktivierten Tregs nach der Ex-
pansion und der damit verbundenen Induktion der IL-10 Sekretion und dem Erlangen der 
Kompetenz, in entzündliche Gewebe einzuwandern, apoptotisch werden und zudem ein 
Großteil der verbleibenden Tregs ihre Fähigkeit zur IL-10 Produktion verlieren. Dies stellt 
sicher, dass nach erfolgreicher Beseitigung einer Infektion auch die Immunsuppression 
wieder beendet wird. Kürzlich veröffentliche Daten bestätigen diesen Ablauf der Ereignis-
se auch im EAE (Experimentelle-Autoimmun-Enzephalomyelitis) Modell. Zur Unterschei-
dung der verschiedenen Treg Reifestadien diente allerdings KLRG1 (Killer Cell Lectin-Like 
Receptor Subfamily G, Member 1) anstelle von IL-10 Produktion (Tauro et al., 2013). Im 
Einklang mit der erhöhten Apoptosesensitivität der IL-10 sezernierenden Tregs (Abb. 28A) 
steht die bereits bekannte, gut untersuchte Verbindung zwischen intensiver Proliferation 
und darauffolgender Apoptose (Übersicht in Alenzi, 2004). Der durch Aktivierung induzier-
te Zelltod, AICD (activation-induced cell death), ist zum Teil abhängig von der Expression 
des Rezeptors CD95 (Fas) und seines Liganden CD95L (FasL) und kontrolliert neben  
anderen Mechanismen die Größe der Tkon Population. Es ist allerdings nicht klar, ob auch 
Tregs durch eine CD95 vermittelte Apoptoseinduktion kontrolliert werden können  
(Banz et al., 2002; Fritzsching et al., 2006). Für humane Tregs konnte gezeigt werden, 
dass Tregs mit einem Phänotyp ähnlich wie Effektor-/ Gedächtniszellen hochsensitiv, nai-
ve/ruhende Tregs aber resistenter gegenüber dieser Apoptoseinduktion sind (Banz et al., 
2002). Im Einklang damit wurde beobachtet, dass insbesondere in aktivierten Tregs 
(Yamaguchi et al., 2007) wie auch in den CD28SA aktivierten IL-10 produzierenden Tregs 
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(Abb. 31) das anti-apoptotische Protein Bcl-2 herunterreguliert wird. Zudem wurden in den 
IL-10 produzierenden Tregs pro-apoptotische Gene wie Bim und Caspase 3 hochreguliert 
(Abb. 30) und vermehrt aktiviertes Caspase 3 Protein exprimiert (Abb. 32). Eine verstärk-
te Expression von Bax in IL-10 sezernierenden Tregs, wie sie aufgrund von IL-2 Entzug in 
Tregs induziert wird (Xiong et al., 2008), konnte zumindest auf mRNA Ebene nicht bestä-
tigt werden (Daten nicht gezeigt). Des Weiteren bewahrt die erhöhte Genexpression von 
Bcl-XL (Bcl2l1 in Abb. 30), die in CD28SA stimulierten T-Zellen zu einer erhöhten Resis-
tenz gegenüber CD95 vermittelter Apoptose führt (Kerstan et al., 2004), die IL-10 Produ-
zenten nicht vor dem programmierten Zelltod. IL-10 selbst kann in verschiedenen Zell-
typen, wie Mastzellen, Makrophagen oder CD4+ T-Zellen von SLE (Systemischer Lupus 
erythematodes) Patienten Apoptose induzieren (Bailey, D. P. et al., 2006; Wang et al., 
2005). Da jedoch CD28SA aktivierte Tregs nur geringe Mengen an IL-10R exprimieren 
und es keinen signifikanten Unterschied zwischen der Expression auf IL-10 produzieren-
den und nicht-produzierenden Tregs gibt, scheint es eher unwahrscheinlich, dass IL-10 
selbst zur präferenziellen Apoptoseinduktion führt (Abb. 19). Welche Mechanismen letzt-
endlich zur Apoptose in den IL-10 produzierenden Tregs führen, bleibt noch zu klären. In-
teressant ist auch die Frage, ob ein Teil dieser terminaldifferenzierten IL-10 Produzenten 
dem System als Gedächtniszellen erhalten bleibt, wie es bereits für Tregs nach einer aku-
ten viralen Infektion gezeigt wurde (Sanchez et al., 2012).  
Durch die gezeigten Daten konnte zwischen den nach einer polyklonalen Aktivierung auf-
tretenden Ereignissen wie der klonalen Expansion, der funktionellen Differenzierung zu  
IL-10 Produzenten, der Migration in entzündliche Gewebe und dem programmierten Zell-
tod eine Verbindung hergestellt werden. Die Abfolge der Ereignisse spiegelt sich auch in 
der erfolgreichen Behandlung verschiedenster Krankheitsmodelle mit CD28SA wider, nach 
der sich abschließend die Homöostase von Tkons und Tregs wiederherstellt. Während die 
Entwicklung einer Behandlungsmethode mit CD28SA aufgrund des von CD4+ Effektorge-
dächtnis-T-Zellen induzierten Zytokinsturms im Menschen zunächst gestoppt wurde, 
scheint die polyklonale, transiente Aktivierung von Tregs auch in Zukunft eine attraktive 
und vielfältig einsetzbare Methode. Vor allem die Möglichkeit einer zeitgleichen Corticoste-
roidbehandlung, die im Mausmodell die positiven CD28SA vermittelten Effekte nicht beein-
flusst (siehe Abschnitt 4.1.4), bestärkt diese Annahme. 
100 
5.3 Vergleich induzierter mit bona fide regulatorischen T-Zellen 
CD28SA kann in vitro naive Tkons sehr effizient in Foxp3+ T-Zellen konvertieren. Die re-
sultierenden iTregs zeigten jedoch sowohl im Phänotyp als auch in ihrer Funktion deutli-
che Unterschiede gegenüber ex vivo Tregs. 
TZR Signale geringer Stärke fördern in der Peripherie in Kombination mit TGFβ die iTreg 
Differenzierung aus naiven Tkons (Gottschalk et al., 2010; Kretschmer et al., 2005). Die 
Notwendigkeit einer Kostimulation durch CD28 für die Differenzierung von iTregs ist aller-
dings anhand der Daten aus der Literatur nicht eindeutig. In vivo zeigten transferierte 
CD4+CD25- T-Zellen in CD80/CD86-defizienten Mäusen eine stark verminderte iTreg Kon-
version (Liang et al., 2005). Auch in vitro konnten CD28-defiziente CD4+CD25- T-Zellen 
nicht zu iTregs differenzieren. Der Befund, dass die Zugabe von exogenem IL-2 die Kon-
version wiederherstellte (Guo, F. et al., 2008), zusammen mit der Tatsache, dass CD28 
Kostimulation zur IL-2 Produktion in T-Zellen führt (Fraser et al., 1991), lässt darauf 
schließen, dass zumindest eine indirekte Abhängigkeit von CD28 kostimulatorischen Sig-
nalen besteht. Unter denen in dieser Arbeit verwendeten Versuchsbedingungen konnte 
zwar die CD28 Abhängigkeit bestätigt werden, jedoch nicht die Substitution durch IL-2 
(Daten nicht gezeigt). Möglicherweise lag der Unterschied im Gebrauch von anti-CD3/  
anti-CD28 Dynabeads zur Stimulation anstelle der von Guo, et al. verwendeten bestrahl-
ten APZs und anti-CD3 mAks. Trotz der gezeigten Notwendigkeit des CD28 Signals 
hemmt eine starke CD28 Ligation bei gleichzeitig starker TZR Stimulation abhängig vom 
Lck Signalweg, aber unabhängig von IL-2 selbst, die Foxp3 Induktion (Semple et al., 
2011). Dieser Effekt lässt sich durch den Zusatz von all-trans-Retinsäure abschwächen 
(Benson et al., 2007). Gleichzeitig scheint aber ein starkes CD28 Signal in Kombination 
mit einem schwachen TZR Signal die Konversion zu fördern (Abb. 34 und Gabrysova et 
al., 2011). Zusammengefasst kann aus diesen Ergebnissen gefolgert werden, dass die 
Induktion der Foxp3 Expression in Tkons abhängig von der integrierten Stärke aus TZR 
und kostimulatorischem Signal und der IL-2 bzw. TGFβ Konzentration ist (Gabrysova et 
al., 2011). Ob CD28 Signale neben der Induktion der IL-2 Produktion auch zellintrinsisch 
für die Induktion der Foxp3 Expression benötigt werden und welche Rolle andere Mitglie-
der der CD28 Familie wie z.B. CTLA-4 (Zheng et al., 2006) oder ICOS spielen, bleibt noch 
näher zu untersuchen.  
CD28SA induziert starke CD28 Signale und amplifiziert zudem die schwachen, tonischen 
TZR Signale, die Tkons durch das Scannen von MHC-Molekülen in ihrem Umfeld erhalten 
(Dennehy et al., 2007; Stefanova et al., 2002). Obwohl in vivo CD28SA in CD4+Foxp3-  
T-Zellen kaum de novo Foxp3 Expression induziert (Abb. 10), differenzieren sich in vitro 
101 
unter CD28SA Stimulation ohne die Zugabe exogener Zytokine bis zu 50% der naiven 
Tkons zu Foxp3+ iTregs (Abb. 37). Eine Erklärung für die hohe Effektivität der in vitro 
CD28SA vermittelten Konversion könnte die geringe Phosphorylierung von Akt (Dennehy 
et al., 2007) und die damit verbundene schwache Aktivierung des PI3K/Akt/mTor Signal-
weges sein, da gezeigt wurde, dass dieser Signalweg, der unter anderem durch ein star-
kes TZR Signal aktiviert wird, die Foxp3 Induktion in Tkons hemmt (Merkenschlager et al., 
2010; Sauer et al., 2008). Zudem überstieg die Expansion der generierten iTregs die der 
verbleibenden Tkons deutlich (Abb. 39C) und das, obwohl die durch CD28SA Stimulation 
(Abb. 39C) ähnlich wie die durch anti-CD3/anti-CD28/TGFβ Stimulation (Selvaraj et al., 
2007) vermittelte Foxp3 Induktion unabhängig von der Proliferation der Zellen ist. Die  
effektive Zunahme an iTregs kann somit sowohl in der de novo Foxp3 Expression in Tkons 
als auch in der Proliferation der entstandenen iTregs begründet sein. 
Die Zytokine IL-2 und TGFβ sind sowohl für nTregs als auch für iTregs von zentraler Be-
deutung. Allerdings ist die Funktion, die diese Zytokine in den unterschiedlichen Treg Po-
pulationen einnehmen, unterschiedlich. nTregs benötigen IL-2 sowohl für ihre Entstehung 
als auch für die Homöostase in der Peripherie (Übersicht in Goldstein et al., 2013). Die 
Rolle von TGFβ während der Differenzierung im Thymus ist noch unklar (Übersicht in 
Goldstein et al., 2013) und auch in der Peripherie scheint es nicht hauptverantwortlich für 
den Erhalt der Homöostase oder der Foxp3 Expression zu sein (Josefowicz, Niec, et al., 
2012). In iTregs dagegen ist TGFβ für die Differenzierung und für die Homöostase von 
entscheidender Bedeutung. Es induziert die Bindung des Smad3/NFAT Komplexes an den 
Promotor und die CNS1 (conserved non-coding sequence 1) Enhancerregion im Foxp3 
Gen (Tone et al., 2008). In Mäusen mit einer CNS1-Defizienz können sich deshalb Tkons 
nicht zu iTregs differenzieren (Josefowicz, Niec, et al., 2012). Auch IL-2 hat eine nicht-
redundante Funktion während der iTreg Differenzierung, die durch die Zytokine IL-4, IL-7, 
IL-15, die wie IL-2 zur Familie der „common gamma chain“ Zytokine gehören, nicht ersetzt 
aber unterstützt werden kann (Zheng et al., 2007). Die CD28SA vermittelte iTreg Induktion 
ist, wie die Blockade des IL-2 bzw. des TGFβ Signalweges zeigte, ebenfalls abhängig von 
IL-2 und TGFβ, auch wenn die exogene Zugabe nur eine geringe Steigerung in der Anzahl 
an iTregs bewirkt (Abb. 40). Kürzlich wurden Daten, die auf ein „Zwei-Stufen-Modell“ der 
iTreg Differenzierung hinweisen, veröffentlich. Während der ersten Stufe entstehen dem-
nach durch die Stimulation von TZR und CD28 in Anwesenheit von TGFβ 
CD4+CD25+Foxp3- Vorläuferzellen, die sich im zweiten Schritt durch IL-2 zu reifen stabilen 
supprimierenden CD4+CD25+Foxp3+ iTregs weiterentwickeln (Guo, Z. et al., 2013). Da der 
erste, konditionierende Schritt durch IL-2 Signale gehemmt wird, könnte der hohe Anteil 
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an IL-2 Produzenten, der in der CD28SA Kultur beobachtet wurde (Abb. 43), inhibierend 
auf die iTreg Konversion wirken. Möglicherweise könnte so eine kurzzeitige Inkubation mit 
blockierenden anti-IL-2 mAK zu Beginn der Kultur neben der Effizienz auch die Stabilität 
und die supprimierende Aktivität der CD28SA iTregs verbessern. Neben IL-2 kann auch 
TNF, über den Smad3 und Akt Signalweg (Zhang, Q., Cui, et al., 2013), und IL-4 bzw.  
IL-6, die jeweils in Kombination mit TGFβ zur Differenzierung von TH9 bzw. TH17 Zellen 
führen (Übersicht in Jabeen et al., 2012; Maddur et al., 2012), die iTreg Differenzierung 
negativ beeinflussen. Die hohen Mengen an TNF in der CD28SA stimulierten Kultur könn-
ten neben IL-2 somit ebenfalls zu einer verminderten iTreg Konversion führen (Abb. 42). 
IL-4 und IL-6 scheinen dagegen keinen Einfluss zu haben, da weder erhöhte IL-4 Kon-
zentrationen im Kulturüberstand noch größere Mengen an IL-17 produzierenden T-Zellen 
nachgewiesen wurden (s. Abschnitt 4.3.3). 
Der Phänotyp, die supprimierende Aktivität wie auch die Stabilität der iTregs sind stark 
abhängig von den Bedingungen, unter denen iTregs induziert werden. Die mit TGFβ und 
TZR Stimulation in vitro generierten Foxp3+ T-Zellen scheinen sich dabei am meisten von 
ex vivo Tregs zu unterscheiden (Feuerer et al., 2010), im Gegensatz zu in vivo generierten 
iTregs, die mehr Gemeinsamkeiten mit ex vivo Tregs haben (Feuerer et al., 2010; Haribhai 
et al., 2009). Auch die durch CD28SA generierten iTregs unterscheiden sich in den meis-
ten Markern (Abb. 41), in ihrer Funktionalität (Abb. 44) wie auch im Methylierungsstatus 
der TSDR (Abb. 45) signifikant von unstimulierten bzw. von ebenfalls mit CD28SA akti-
vierten ex vivo Tregs. Obwohl früher Foxp3 als der Masterregulator für Tregs galt, unter 
anderem aufgrund des Treg ähnlichen Phänotyps, der durch den retroviralen Gentransfer 
von Foxp3 in naiven CD4+ T-Zellen induziert wurde (Hori et al., 2003), konnte inzwischen 
mit Hilfe modifizierter Foxp3 Gene gezeigt werden, dass Teile der Treg Signatur, wie z.B. 
die CD25, CD44, CTLA-4, GITR oder ICOS Expression, nicht durch Foxp3 selbst reguliert 
werden (Gavin et al., 2007; Lin, W. et al., 2007), sondern durch T-Zellaktivierung, durch 
den IL-2 oder den TGFβ Signalweg (Hill et al., 2007). Trotz der unterschiedlichen Stimula-
tion, der Unterschiede in der Markerexpression der CD4+Foxp3- T-Zellen (Abb. 41) und in 
der IFNγ Konzentration im Kulturüberstand (Abb. 42) scheint die Stimulation via anti-
CD3/anti-CD28 in Anwesenheit von IL-2 und TGFβ bzw. via CD28SA dennoch zu iTregs 
mit einer ähnlichen Funktionalität und einem ähnlichen Phänotyp zu führen (Tabelle 5). 
Beide weisen jedoch etliche signifikante Unterschiede im Vergleich zu ex vivo Tregs auf 
(Tabelle 5).  
Bis heute ist nicht eindeutig gesichert, ob in vivo nTregs und iTregs unterschiedliche Auf-
gaben besitzen und ob sie die gleichen Effektormechanismen verwenden. Die IL-10 Pro-
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duktion kann, wie kürzlich mit Hilfe eines Colitis-Modells gezeigt wurde, sowohl von iTregs 
als auch von nTregs zur Kontrolle der Immunantwort verwendet werden (Schmitt et al., 
2012). Trotz erhöhter IL-10 Konzentrationen im Kulturüberstand konnte in den in vitro mit 
CD28SA und anti-CD3/anti-CD28 Stimulation generierten iTregs keine IL-10 Produktion 
beobachtet werden (s. Abschnitt 4.3.3). Neben den Effektormechanismen ist auch die Ex-
pression bestimmter Transkriptionsfaktoren, wie T-bet, IRF4, STAT3 und GATA-3, die als 
Masterregulatoren von polarisierten Helfer-T-Zellsubpopulationen gelten, für die Aufgabe 
der Tregs entscheidend (Übersicht in Schmitt et al., 2013). Durch die CD28SA Stimulation 
wird in T-Zellen der TH2-favorisierende Transkriptionsfaktor GATA-3 induziert (Rodriguez-
Palmero et al., 1999). Ob und welchen Einfluss dies auf die CD28SA vermittelte Induktion 
der Foxp3 Expression hat, bleibt jedoch ungewiss, da einerseits GATA-3 die TGFβ vermit-
telte Foxp3 Induktion inhibieren kann (Mantel et al., 2007), andererseits aber GATA-3 für 
den Erhalt einer hohen Foxp3 Expression und die Rekrutierung von Tregs in entzündli-
chen Geweben notwendig ist (Wohlfert et al., 2011). Auf eine supprimierende Aktivität der 
iTregs deuten die Expression von Treg Effektormolekülen wie CD25, LAP und CTLA-4 hin 
(Abb. 41), die auch im in vitro Assay bestätigt wurde (Abb. 44). Eine Verlängerung der 
Kulturzeit mit CD28SA über vier Tage hinaus führt, wie auch anhand von Langzeitkulturen 
mit Ratten T-Zellen gezeigt wurde, zwar ebenfalls zu einer Foxp3 Induktion, aber nicht zu 
einer verstärkten Suppressivität der iTregs (Beyersdorf et al., 2006 und Daten nicht ge-
zeigt). 
Epigenetische Modifikationen, insbesondere Histonmodifikationen und DNA Methylierung, 
spielen eine entscheidende Rolle in der Zelldifferenzierung und der Stabilisierung der Zell-
linien (Übersicht in Ohkura et al., 2013). In Tregs ist die epigenetische Modifikation der 
CpG reichen TSDR (auch CNS2) des Foxp3 Gens mit der Stabilität der Foxp3 Expression 
verbunden (Polansky et al., 2008). Aufgrund der Demethylierung in der CNS2 Region 
können nTregs unabhängig von den extrazellulären Bedingungen Foxp3 relativ stabil 
exprimieren. In vitro vermittelt das TGFβ Signal die Histonmodifikation der CNS1 Region 
in Tkons, wodurch mehrere Transkriptionsfaktoren an die DNA binden können und die 
Foxp3 Expression transaktiviert wird. Die Hypomethylierung in der CNS2 Region, wie sie 
in nTregs oder in in vivo generierten iTregs beobachtet wird, kann durch TGFβ allerdings 
nicht induziert werden (Übersicht in Ohkura et al., 2013). Dies zeigte sich auch in den in 
vitro mit CD28SA generierten iTregs, deren TSDR nur partiell demethyliert war (Abb. 45), 
obwohl TGFβ in den Kulturen nachgewiesen werden konnte. In vivo können jedoch be-
stimmte Faktoren oder Ereignisse, die noch zu bestimmen sind, zu einer vollständigen 
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Demethylierung der TSDR auch in in vitro generierten iTregs führen (Chen, Q., Kim, et al., 
2011; Schmitt et al., 2012; Sela et al., 2011,). 
Zusammenfassend führt die Kombination aus starkem CD28 und schwachem TZR Signal 
zu einer effizienten iTreg Differenzierung in vitro, die sogar ohne die Zugabe exogener 
Zytokine eine höhere Ausbeute an Foxp3+ iTregs erreicht, als durch die Stimulation mit  
anti-CD3/anti-CD28 in Anwesenheit von IL-2 und TGFβ. Ob zellintrinsische Unterschiede, 
wie die schwache Aktivierung des PI3K/Akt/mTor Signalweges oder die erhöhte Expressi-
on von GATA-3, und/oder die optimale Konzentration an iTreg induzierendem IL-2 und 
TGFβ dies bedingen, bleibt zu klären.  
in vitro generierte iTregs  
 
 ex vivo Tregs 
anti-CD3/anti-CD28* CD28SA 
in vitro Proliferation Abb. 39 hoch hoch hoch (aber langsamer  
zunehmend) 
Abhängigkeit von  
exogenen Zytokinen Abb. 40 IL-2** TGFβ und IL-2 
endogenes TGFβ  
und IL-2 ausreichend 









spezifische Marker Abb. 41 Helioshoch Heliosniedrig 
TSDR Abb. 45 demethyliert partiell demethyliert partiell demethyliert  (etwas schwächer) 
Zytokinproduktion Abb. 43 IL-10 kein IL-2, TNF*** 
keine IL-10 Produzenten nachweisbar 
IL-2, TNF 
supprimierende  




5.4 Vielfältige Einsatzmöglichkeiten der superagonistischen Stimulation des CD28 
Moleküls 
Die Stimulation mit superagonistischem anti-CD28 Antikörper aktiviert naive T-Zellen ohne 
eine zusätzliche Ligation des TZR und führt zudem zu einer präferenziellen Expansion und 
Aktivierung von Foxp3+ Tregs. Neben den präventiven und therapeutischen Effekten einer 
in vivo Behandlung mit CD28SA (Tabelle 1) ermöglichte die superagonistische Stimulation 
des CD28 Moleküls neue Aspekte der Funktion dieses kostimulatorischen Rezeptors zu 
erforschen. So konnte beispielsweise gezeigt werden, dass auch CD28-spezifische Signa-
le die T-Zellproliferation induzieren und positiv auf das Überleben der T-Zellen wirken 
Tabelle 5: Vergleich von ex vivo Tregs mit anti-CD3/anti-CD28 und CD28SA in vitro 
generierten iTregs 
* kultiviert in Anwesenheit von exogenem IL-2 und TGFβ 
** Pandiyan et al., 2008 
*** Maynard et al., 2007; Williams et al., 2007 
105 
(Dennehy et al., 2003; Kerstan et al., 2004). Des Weiteren konnte nachgewiesen werden, 
dass das CD28 Molekül zur Ausübung seiner natürlichen Funktion nur monovalent an sei-
ne Liganden CD80/86 bindet (Collins et al., 2002) und damit, im Gegensatz zu CD28SA, 
nur gemeinsam mit einem TZR Signal T-Zellen aktivieren kann (Dennehy et al., 2006). 
Wie hier dargestellt, konnte die CD28SA Stimulation naiver T-Zellen zeigen, dass starke 
kostimulatorische Signale zusammen mit schwachen TZR Signalen bei naiven T-Zellen in 
vitro zu einer effektiven Foxp3 Induktion führen (Abschnitt 4.3). Veranlasst durch die Dis-
krepanz in der Zytokinausschüttung nach CD28SA Stimulation humaner PBMCs (in vitro) 
und menschlicher Testpersonen (in vivo) wurden neue in vitro Tests entwickelt, um vorkli-
nische Studien sicherer zu gestalten (Bailey, L. et al., 2013; Romer et al., 2011; Walker et 
al., 2011). Schließlich half die CD28SA vermittelte polyklonale Aktivierung der Tregs dabei 
Regulationsmechanismen (Bodor et al., 2012) bzw. den Ursprung und das Schicksal be-
stimmter Treg-Subpopulationen (Abschnitt 4.2) näher zu analysieren. 
Auch künftig könnten die superagonistischen anti-CD28 Antikörper einen Beitrag bei der 
Erforschung von T-Zellen und Tregs im humanen oder Nagersystem leisten. Möglicher-
weise ist sogar die Behandlung von Autoimmunerkrankungen beim Menschen durch eine 
Kombination aus CD28SA und Corticosteroiden (Abschnitt 4.1) in Zukunft realisierbar. 
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